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SOMMAIRE 
L'adaptation est un phénomène capital pour la croissance optimale et la survie des bactéries 
dans un environnement qui est constamment soumis à des changements physico-chimiques. 
Pour y parvenir, les bactéries doivent contrôler l'expression génétique de façon efficace, c'est-
à-dire en ayant le moins de perte énergétique possible et ce, dans un laps de temps très court 
suite à la détection du stress. Chez les procaryotes, on dénombre plusieurs mécanismes 
différents pour réguler l'expression des gènes. Par exemple, la transcription de certains gènes 
peut être inhibée ou activée par des facteurs protéiques. Dans certains cas, c'est plutôt la 
stabilité de l'ARNm ou encore le niveau traduction du gène qui est affecté, on parle alors de 
régulation post-transcriptionnelle. Chez les bactéries, les petits ARN régulateurs, exprimés 
selon différentes conditions de stress, contrôlent majoritairement l'expression de leurs gènes 
cibles de manière post-trancriptionelle. En plus de ces régulations en trans, il a récemment été 
découvert que certaines structures conservées de l'ARN pouvaient également contrôler 
l'expression de gènes en cis lors de la liaison spécifique d'un ligand. Ces structures, 
aujourd'hui connues sous le nom de riborégulateur, sont divisées en plusieurs classes 
dépendamment du type de ligand qui est lié. Chez Escherichia coli, il y a six riborégulateurs 
dont trois riborégulateurs TPP (thiMD, thiCEFSGH et thiBPQ), un riborégulateur lysine 
(lysC), un riborégulateur FMN (ribB) et un riborégulateur AdoCbl (btuB). Les résultats, 
présentés dans ce mémoire, portent sur la caractérisation du mode de régulation du 
riborégulateur lysine chez E. coli. Ainsi, pour la première fois dans le domaine des 
riborégulateurs, nous avons démontré que le riborégulateur lysine contrôle l'expression du 
gène lysC par deux mécanismes distincts, soit au niveau de la traduction du gène et de la 
stabilité de l'ARNm. Également, nous avons mis en évidence que par un changement de 
structure, le riborégulateur lysine peut contrôler l'accessibilité du site de clivage à la RNase E 
et par le fait même, la stabilité de l'ARNm. Ce nouveau mode de régulation ne semble pas être 
unique au riborégulateur lysine puisqu'il semble, selon les résultats préliminaires, que le 
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riborégulateur thiC régulerait l'expression de l'opéron thiCEFSGH par les mêmes mécanismes 
de régulation. 
Mots clés : Riborégulateur, E. coli, lysine, régulation génétique, Dégradosome ARN, RNase E 
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L'adaptation est un phénomène essentiel à la survie de tout organisme. Les bactéries en sont 
de bons exemples en étant les organismes vivants les plus abondants sur Terre. On les retrouve 
partout dans l'environnement, autant dans le sol, dans l'air, dans le corps humain que dans des 
environnements extrêmes comme les fonds marins ou les sources thermales. Elles peuvent 
également s'adapter facilement à un changement de condition environnementale soudain, afin 
de survivre ou d'optimiser leur croissance. Cette adaptation peut se faire via la modification 
du métabolisme cellulaire notamment par la régulation de l'expression génique. Ainsi, dans un 
environnement pauvre en nutriment, la bactérie favorisera l'expression des gènes impliqués 
dans la synthèse de nutriments alors que dans un milieu riche, ce seront plutôt les gènes 
impliqués dans le transport de nutriments qui seront exprimés. Chez les bactéries, la régulation 
génique peut se faire à plusieurs niveaux; soit transcriptionnel, traductionnel ou au niveau de 
la stabilité de l'AKN. Initialement, on croyait que seules les protéines pouvaient effectuer ce 
type régulations et que l'AKN servait uniquement d'intermédiaire pour transmettre 
l'information génétique de l'ADN aux ribosomes lors de la production de protéines. 
Cependant, plusieurs études ont démontré que l'ARN pouvait avoir une activité catalytique et 
être impliqué dans de nombreux processus cellulaires tels que l'épissage (Cech et al., 1981), la 
maturation des ARN de transfert (ARNt) (Guerrier-Takada et al., 1983), la régulation génique 
en trans par des petits ARN régulateurs (Gordon et al., 1984) ou en cis par des riborégulateurs 
(Nahvi et al., 2002). 
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1.1.1 Les ARN catalytiques 
Au début des années 1980, la perception du rôle de l'ARN dans la cellule a changé. En fait, il 
a été démontré que l'ARN ne servait pas uniquement de messagers pour transmettre 
l'information génétique de l'ADN aux protéines, mais pouvait également catalyser des 
réactions chimiques. Thomas Cech a découvert que l'intron d'un ARN ribosomal (ARNr) chez 
Tetrahymena pouvait s'exciser in vitro sans l'aide de protéines. Il a démontré que certaines 
régions de cet ARN structuré pouvaient s'auto-cliver par une réaction de transestérification 
puis faire la liaison phosphodiester nécessaire à la ligation de l'ARN (Kroger et al., 1982). Cet 
ARN permettant l'auto-épissage a par la suite été nommé intron du groupe I. Les ARN 
catalytiques peuvent également agir en trans. C'est ce qu'a démontré l'équipe de Sydney 
Altman avec la RNase P. Cette RNase, responsable de la maturation des ARN de transfert 
(ARNt), est formée de protéines et d'ARN. Ils ont démontré que c'est l'ARN Ml qui catalyse 
le clivage hydrolytique de l'ARNt et non pas les protéines du complexe (Guerrier-Takada et 
al., 1983). 
Depuis ces découvertes, plusieurs autres ribozymes ont été caractérisés dont le ribozyme HDV 
présent dans le génome du virus de l'hépatite delta (Kuo et al., 1988), le ribozyme VS 
retrouvé dans le plasmide mitochondrial Varkud-lC chez neurospora (Saville and Collins, 
1990), Yhammerhead et Vhairpin retrouvés dans plusieurs viroïdes phytophatogènes (Buzayan 
et al., 1986; Symons et al., 1987). Ces trois ribozymes ont été démontrés comme étant 
capables de s'auto-cliver et sont essentiels à la réplication du virus ou viroïde. On retrouve 
également un ribozyme dans l'ARN ribosomal 23S mais cette fois son rôle n'est pas de cliver 
l'ARN. Il catalyse plutôt la réaction peptidyl-transférase, permettant de lier deux acides 
aminés de la protéine naissante (Illangasekare et al., 1995; Lohse and Szostak, 1996). 
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Suite la découverte des ribozymes, la communauté scientifique commença à s'interroger sur 
l'importance évolutif de l'ARN dans les cellules. Ainsi, Walter Gilbert proposa l'hypothèse du 
monde à ARN'où dans les cellules ancestrales, l'ARN aurait eu plusieurs fonctions notamment 
comme support unique de l'information génétique et catalyseur de réactions chimiques 
(Gilbert, 1986). L'ARN pourrait donc être l'ancêtre de l'ADN et des protéines. Cette 
hypothèse a été renforcée par la découverte de petits ARN régulateurs chez les procaryotes et 
les eucaryotes qui sont responsables de moduler l'expression génétique. 
1.1.2 Régulation génétique par l'ARN 
1.1.2.1 Les petits ARN régulateurs 
Il a été découvert, dans les années 1960, que les protéines pouvaient affecter l'expression des 
gènes selon les conditions environnementales (Jacob and Monod, 1961). On a longtemps 
pensé que seules les protéines étaient responsables de cette régulation jusqu'à l'identification 
des petits ARN régulateurs. Chez les eucaryotes, les micro-ARN (miARN), découverts en 
1993, ont été démontrés comme étant essentiels au développement de l'organisme (Lee et al., 
1993; Reinhart et al., 2000). Ces ARN non-codant, c'est-à-dire transcrit à partir du génome, 
mais non traduit, subissent une maturation au noyau, puis sont envoyés au cytoplasme. À 
l'aide du complexe RISC, ils vont se lier à leur ARN messager (ARNm) cible. S'il y a une 
complémentarité parfaite, il y aura dégradation de l'ARNm alors que s'il y a un appariement 
partiel, la traduction sera bloquée (Bartel, 2004). Les miARN peuvent également empêcher la 
transcription d'un gène en méthylant l'ADN (Khraiwesh et al, 2010). 
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Chez les procaryotes, les petits ARN régulateurs (sRNA) modulent l'expression génétique 
selon les conditions environnementales. Bien qu'ils aient été observés pour la première fois en 
1967, leur rôle et mécanisme d'action n'ont été élucidés que beaucoup plus tard (Hindley, 
1967; Ikemura and Dahlberg, 1973; Wassarman, 2002). Le petit ARN régulateur MicF chez E. 
coli fut le premier à être caractérisé. Il a été démontré qu'il se lie dans la région S'non traduite 
(5'-UTR) de l'ARNm ompF pour inhiber sa traduction (Mizuno et al., 1984). À ce jour, 
plusieurs autres petits ARN régulateurs ont été identifiés. Comparativement à une régulation 
effectuée par des protéines, ils permettent à la cellule de s'adapter plus rapidement selon les 
différents stress environnementaux (Altuvia et al., 1997). Par exemple chez E. coli, le petit 
ARN RyhB permet à la cellule de survire en carence de fer (Massé and Gottesman, 2002) 
alors que le petit ARN DsrA est plutôt exprimé à basse température (Repoila and Gottesman, 
2003). Le petit ARN OxyS est impliqué dans la réponse à un stress oxydatif (Altuvia et al., 
1997) et SgrS dans la réponse au stress d'une trop grande concentration de sucre phosphorylés 
(Vanderpool and Gottesman, 2004). La majorité des petits ARN régulateurs ont besoin de la 
protéine chaperonne Hfq pour assurer leur stabilité dans la cellule ou encore pour se lier à 
leurs cibles (Valentin-Hansen et al., 2004). 
Les petits ARN peuvent réguler l'expression de leurs cibles par plusieurs mécanismes (Figure 
1). Ils peuvent bloquer la traduction en se liant au site de liaison des ribosomes (RBS) de 
l'ARNm et y empêcher la liaison de nouveaux ribosomes. Par exemple, le petit ARN 
régulateur Spot42 inhibe la traduction du gène galK de l'opéron galETKM. Ainsi, les deux 
premiers gènes de l'opéron sont exprimés constitutivement alors que l'expression de galK est 
modulée par la présence de glucose dans la cellule (Moller et al., 2002b). Dans certains cas, 
une fois la traduction bloquée, le petit ARN régulateur va aussi recruter le complexe du 
dégradosome ARN et induire une dégradation rapide de l'ARNm. C'est le cas du petit ARN 
RyhB qui entraîne la dégradation rapide de l'ARNm sodB en carence de fer (Prévost et al., 
2011). Cependant, il n'est pas nécessaire que la traduction soit bloquée pour qu'un petit ARN 
induise la dégradation d'un ARNm. C'est le cas du petit ARN MicC chez Salmonella 
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typhimurium qui se lie dans le cadre de lecture de l'ARNm ompD pour entraîner sa 
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Figure 1. Mécanismes de régulation des petits ARN régulateurs. 
Les petits ARN régulateurs peuvent également activer l'expression de leurs cibles. En carence 
de fer, le petit ARN RyhB active l'expression du gène shiA, une perméase permettant 
l'importation du shikimate. En absence de RyhB, l'ARNm shiA est faiblement traduit, car il y 
a dans sa région S' non-traduite (S'-UTR) une structure secondaire qui séquestre le RBS et le 
codon d'initiation de la traduction, rendant par le fait même le transcrit instable. Par contre, en 
carence de fer, la liaison de RyhB empêche la formation de cette structure inhibitrice et permet 
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la traduction du gène shiA (Prévost et al., 2007). Les petits ARN régulateurs peuvent aussi 
stabiliser leurs ARNm cibles. Par exemple,-lorsque le niveau intracellulaire de glucosamine-6-
phosphate diminue, le petit ARN régulateur GlmZ va stabiliser uniquement le gène glmS de 
l'opéron glmUS à la suite d'un clivage de la RNase E (Kalamorz et al., 2007; Urban et al., 
2007). 
Les petits ARN régulateurs peuvent également contrôler l'expression génétique en séquestrant 
des protéines régulatrices. Ainsi, le petit ARN 6S va séquestrer l'ARN polymérase lorsqu'elle 
est liée au facteur sigma-70 (a70) durant la phase stationnaire (Wassarman and Storz, 2000). 
Cela est dû au fait que la structure de ce petit ARN ressemble beaucoup à celle d'un 
promoteur actif, où les deux brins d'ADN sont séparés. L'ARN polymérase liée au facteur a70 
va reconnaître le petit ARN 6S comme étant un promoteur et va s'y lier pour débuter la 
transcription. Durant la phase stationnaire la transcription est ralentie par le manque de 
nucléotides, ce qui va bloquer l'ARN polymérase sur le petit ARN 6S et empêcher la 
transcription de la majorité des gènes dépendant du facteur o70. Cependant, l'ARN polymérase 
pourra lier le facteur sigma S (os) qui a moins d'affinité que le facteur o70 pour la polymérase 
ARN. Ainsi, les gènes de réponse aux stress dont les promoteurs sont dépendants du facteur os 
seront plus transcrits durant la phase stationnaire (Cavanagh et al., 2008; Wassarman and 
Storz, 2000). 
1.1.2.2 Mécanismes d'atténuation de la transcription en cis 
En plus des petits ARN régulateurs qui agissent en trans, il a été découvert que certaines 
structures secondaires dans le 5'-UTR des ARNm peuvent moduler l'expression des gènes 
adjacents. C'est le cas de l'opéron tryptophane (trpEDCFBA) chez Bacillus subtilis où, dans le 
S'-UTR, une tige-boucle anti-terminatrice est formée lors d'une carence en tryptophane, ce qui 
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permet à l'opéron d'être transcrit (tige BC Figure 2A). Par contre, lorsque le tryptophane est 
en excès dans la cellule, il lie la protéine TRAP et l'active. Une fois activée, la protéine TRAP 
se lie aux motifs répétés GAG-UAG dans le 5'-UTR de l'opéron trpEDCFBA ce qui empêche 
la formation de la tige anti-terminatrice et occasionne la formation de la tige terminatrice (tige 
CD Figure 2A) (Babitzke et al., 1994; Gollnick et al., 1990). Comme la tige terminatrice est 
suivie d'une séquence poly-uracile (équivalent à un terminateur transcriptionnel classique), il 
y a dissociation de la polymérase et arrêt de transcription (Sipos et al., 2007). Chez E. coli 
l'opéron trp est également modulé par un atténuateur de transcription. Par contre, dans ce cas-
ci c'est la vitesse de traduction qui influence la structure secondaire de l'ARN. La traduction 
du peptide leader, dont la séquence contient plusieurs codons tryptophane, sera ralenti 
lorsqu'il y peu de tryptophane dans la cellule ce qui permet à la tige anti-terminatrice de se 
former (tige BC Figure 2B). En revanche, lorsqu'il y a suffisamment de tryptophanes, la 
traduction est plus rapide et ne laisse pas le temps à la tige anti-terminatrice de se former. 
Ainsi, la tige terminatrice (tige CD Figure 2B) est formée et la transcription de l'opéron est 
arrêtée (Yanofsky, 1981). 
Q 
Figure 2. Mécanisme d'atténuation de la transcription de l'opéron tryptophane. 
(A) Impliquant la protéine TRAP chez B. subtilis (B) Dépendant de la vitesse 
de traduction chez E. coli. (Merino and Yanofsky, 2005) 
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1.1.23 Les ARN régulateurs en cis 
Pour moduler l'expression génique, ces mécanismes d'atténuation de la transcription. 
requièrent l'intervention de facteurs agissant en trans. Cependant, pour expliquer la théorie du 
monde ARN, il fallait démontrer que l'ARN pouvait moduler l'expression de gènes sans l'aide 
de facteurs externes. Pour ce faire, des ARN artificiels ont été créés par la technique de 
SELEX («Systematic Evolution of Ligand by Exponential enrichment») (Breaker, 2004; 
Ellington and Szostak, 1990; Tuerk and Gold, 1990; Wilson and Szostak, 1999). Cette 
technique permet de sélectionner in vitro des ARN ou des ADN qui ont une caractéristique 
précise. Par exemple, l'ARN adopte des structures secondaires et tertiaires complexes qui 
permettent de former des pochettes de liaison pour une molécule particulière. Ainsi, les 
chercheurs ont pu sélectionner in vitro des aptamères ARN capables de lier spécifiquement 
plusieurs petites molécules comme de l'adénosine triphosphate, de la théophilline et des acides 
aminés (Breaker, 2004; Geiger et al., 1996; Jenison et al., 1994; Tang and Breaker, 1997). Il a 
été démontré que ces aptamères, placés dans le S'-UTR d'un gène rapporteur peuvent inhiber 
la traduction du gène suite à la liaison du ligand, et ce, sans l'intervention de facteurs externes 
(Werstuck and Green, 1998). Les chercheurs ont alors proposé que puisqu'un ARN 
synthétique a la capacité de réguler un gène selon une condition précise (présence d'un ligand 
ou non), alors il est probable que ce type de régulation existe naturellement. Il avait été 
précédemment démontré que des motifs structuraux conservés dans le S'-UTR de certains 
ARNm étaient important pour la régulation de l'expression de gènes (Gusarov et al., 1997; Kil 
et al., 1992). De plus, comme il était impossible d'identifier des protéines associées à ces 
motifs, il fut proposé que ces motifs puissent détecter un métabolite et réguler l'expression du 
gène par un changement conformationnel, et ce, sans l'aide de protéines (Gelfand et al., 1999). 
Cependant, c'est seulement en 2002 que l'on observa pour la première fois la formation d'un 
complexe entre le coenzyme B12 et une structure d'ARN localisé dans le S'-UTR du gène 
btuB chez E. coli. Il fut alors démontré qu'en présence du coenzyme B12, l'ARN change de 
conformation et séquestre le site de liaison des ribosomes (RBS) inhibant ainsi la traduction du 
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gène btuB impliqué dans le transport de ce coenzyme (Nahvi et al., 2002). Par la suite, 
plusieurs autres motifs de ce genre ont été caractérisés et aujourd'hui connus sous le nom de 
riborégulateurs. 
1.2 Les Riborégulateurs 
Les riborégulateurs sont des motifs structuraux très abondants chez les procaryotes et 
dispersés à travers plusieurs familles bactériennes (Tableau 1). Par exemple, plus de 2% des 
gènes chez Bacillus subtilis sont contrôlés par des riborégulateurs (Winkler and Breaker, 
2005). Chez les eucaryotes, plus particulièrement chez les plantes et les champignons, on 
retrouve également des riborégulateurs, mais uniquement ceux liant le TPP. Néanmoins, à ce 
jour, aucun riborégulateur n'a encore été identifié chez l'humain ce qui en fait une cible de 
choix pour le développement de nouveaux antibiotiques (Blount and Breaker, 2006; Edwards 
and Batey, 2011). Les riborégulateurs sont localisés au niveau des régions non-codantes des 
ARNm, principalement au niveau du 5'-UTR chez les procaryotes. Ils peuvent détecter et lier 
de façon spécifique un métabolite. Dans la majorité des cas, cette liaison mène à un 
changement de conformation entraînant la régulation à la hausse ou à la baisse l'expression du 
gène auquel il est associé. Généralement, les riborégulateurs vont contrôler l'expression de 
gènes impliqués dans la voie de biosynthèse ou du transport du métabolite qu'ils lient (Mandai 
and Breaker, 2004b; Winkler and Breaker, 2005). Par contre, des études bio-informatiques ont 
révélées que les riborégulateurs peuvent aussi contrôler l'expression de gènes dont apriori il 
n'y a aucun lien avec le métabolite qu'ils lient. Par exemple, chez Bacillus fragilis le 
riborégulateur AdoCbl contrôle l'expression du gène metE encodant une méthionine synthase. 
Il a été proposé qu'en présence d'une forte concentration de vitamine B12 dans la cellule, le 
gène metE est réprimé favorisant ainsi l'utilisation de l'isoenzyme MetH, qui utilise la 
vitamine B12 comme cofacteur (Rodionov et al., 2003a). 
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Les riborégulateurs sont composés de deux domaines; l'aptamère et la plateforme 
d'expression. L'aptamère est responsable de la reconnaissance et la liaison spécifique du 
ligand. C'est ce qui explique que cette portion du riborégulateur est très conservée entre les 
espèces bactériennes (Breaker, 2010). La complexité des aptamères des riborégulateurs varie 
en fonction du ligand qu'ils lient. Par exemple, parmi les plus simples, on retrouve les 
riborégulateurs purines (adénine, guanine et 2-déoxyguanosine) qui sont des jonctions trois 
voies, c'est-à-dire qu'il y a trois tiges entourant le cœur de l'aptamère. Par contre, les 
riborégulateurs FMN et AdoCbl sont plus complexes avec respectivement 6 et 12 tiges-
boucles dans l'aptamère (Tableau 1). Contrairement à l'aptamère, le domaine de la plateforme 
d'expression est très variable. La plateforme d'expression est située immédiatement en aval de 
l'aptamère. Cependant, les deux domaines se chevauchent partiellement permettant la 
régulation génétique. En effet, la liaison du ligand à l'aptamère entraîne un changement de 
structure dans la plateforme d'expression, ce qui affecte par le fait même l'expression du gène 
en aval. Donc, l'aptamère a un rôle de senseur et de liaison du ligand alors que la plateforme 
d'expression joue le rôle de l'effecteur dans la régulation. 
1.2.1 Familles de riborégulateurs 
Il existe plusieurs familles de riborégulateurs qui sont déterminées en fonction du ligand qu'ils 
lient. Par exemple, certains riborégulateurs vont lier des bases azotées comme l'adénine 
(Mandai et al., 2003; Mandai and Breaker, 2004a), la guanine (Mandai et al., 2003), la 2-
déoxyguanosine (Kim et al., 2007) ou le 7-aminomethyl-7-deazaguanine (preQl) (Meyer et 
al., 2008; Roth et al., 2007). D'autres vont plutôt lier des acides aminés comme la lysine 
(Grundy et al., 2003; Rodionov et al., 2003b; Sudarsan et al., 2003b), la glycine (Mandai et al., 
2004), le S-adenosylhomocystéine (SAH) (Wang et al., 2008) ou le molybdène (MOCO) 
(Regulski et al., 2008). Il y a également des riborégulateurs qui lient des coenzymes ou des 
cofacteurs comme la thiamine pyrophosphate (TPP) (Mironov et al., 2002; Winkler et al., 
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2002a), 1 'adénosylcobalamine (vitamine B12) (Nahvi et al., 2004; Nahvi et al., 2002), le S-
adénosylméthionine (SAM) (Epshtein et al., 2003; McDaniel et al., 2003; Winkler et al., 2003) 
et la flavine mononucléotide (FMN) (Mironov et al., 2002; Winkler et al., 2002b). Certains 
riborégulateurs vont lier des seconds messagers cellulaires comme le diguanylate cyclique (C-
di-GMP) (Sudarsan et al., 2008), d'autres vont lier des sucres comme la glucosamine-6-
phosphate (GlcN-6-P) (Winkler et al., 2004) ou encore ils vont lier des ions bivalents comme 
le magnésium (Mg2*) (Dann et al., 2007). 
Certaines familles de riborégulateurs peuvent avoir plusieurs aptamères pour lier un même 
métabolite. C'est le cas des riborégulateurs SAM et PreQl. Dans le cas des riborégulateurs 
SAM, on retrouve 4 aptamères ayant des structures secondaires très variées, passant de la 
simple tige boucle à la jonction 4 voies (Tableau 1). Bien que les aptamères des 
riborégulateurs SAM reconnaissent le ligand différemment, il a été démontré qu'ils lient tous 
de façon spécifique le SAM (Corbino et al., 2005; Lim et al., 2006). De plus, les aptamères 
des riborégulateurs SAM et SAH sont capables de discriminer entre les deux ligands malgré le 
fait qu'ils soient similaires (différence d'un groupement méthyle) (voir Tableau 1). Pour les 
riborégulateurs PreQl, il y a deux aptamères (PreQl-I et PreQl-II) qui ont une structure 
secondaire similaire. Cependant, il a été démontré que la liaison du ligand par ces aptamères 
se faisait de deux façons différentes (Meyer et al., 2008). 
Les riborégulateurs peuvent également être retrouvés en tandem sur un ARNm. C'est le cas 
des riborégulateurs glycines où dans la majorité des cas il y a deux aptamères glycine pour une 
seule plateforme d'expression. Chacun des aptamères peut lier de façon indépendante la 
glycine. Par contre, il a été montré qu'en présence des deux aptamères il y a une liaison 
coopérative de la glycine (Mandai et al., 2004). Ainsi, le riborégulateur est en mesure de 
répondre à une faible variation de la concentration du ligand et activer l'expression du gène 
impliqué dans la dégradation de glycine sans toutefois affecter la disponibilité de cet acide 
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aminé pour la synthèse de protéines (Roth and Breaker, 2009). Chez Bacillus anthracis, on 
retrouve un tandem de riborégulateurs TPP devant le gène tenA. Cependant, dans ce cas-ci, 
chacun des aptamères a sa propre plateforme d'expression. Donc, les deux riborégulateurs 
TPP fonctionnent indépendamment l'un de l'autre (Rodionov et al., 2004; Sudarsan et al., 
2006). Il est également possible de retrouver des gènes régulés par des tandems de 
riborégulateurs, mais qui lient des ligands différents. Par exemple, l'expression du gène metE 
chez Bacillus claussi est contrôlée par un riborégulateur SAM et par un riborégulateur AdoCbl 
possédant chacun leur plateforme d'expression (Sudarsan et al., 2006). Ainsi, en présence de 
SAM, ce gène impliqué dans la synthèse de méthionine est réprimé. Le gène metE est 
également réprimé en présence d'adénosylcobalamine puisque comme mentionné 
précédemment l'utilisation de l'isoenzyme MetH, qui nécessite la méthylcobalamine (un 
dérivé de l'adénosylcobalamine) comme cofacteur, est favorisée pour transformer 
l'homosérine en méthionine (Rodionov et al., 2003a). 
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1.2.2 Interaction tertiaire et motif ARN des riborégulateurs 
Suite à plusieurs études structurales des riborégulateurs, il a été possible d'observer des 
interactions tertiaires entre les tiges des aptamères qui sont importantes pour la fonction des 
riborégulateurs (Figure 3) (Blouin et al., 2010; Blouin and Lafontaine, 2007). De plus, ces 
interactions aident l'organisation de la pochette de liaison pour permettre la liaison du ligand 
(Blouin et al., 2010). Parmi les interactions tertiaires, on note la présence d'interaction boucle-
boucle, c'est-à-dire la formation de paires de bases Watson-Crick entre les boucles de deux 
tiges de l'aptamère. Les interactions boucle-boucles sont notamment retrouvéés chez les 
riborégulateurs purines (adénine, guanine et 2-déoxyguanosine) et le riborégulateur lysine 
(Garst et al., 2008; Serganov et al., 2004). On observe également des interactions hélice-
boucles, c'est-à-dire l'interaction entre le sillon mineur d'hélice d'ARN (tige) et les 
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nucléotides d'une boucle. On retrouve cette interaction chez l'aptamère des riborégulateurs 
TPP et lysine (Garst et al., 2008; Serganov et al., 2006). Chez les riborégulateurs SAM-I, 
SAM-II, SAM-III, SAH et preQl, il y a des interactions de type pseudo-nœud (Gilbert et al., 
2008; Jenkins et al., 2011; Lu et al., 2008; Montange and Batey, 2006; Wang and Breaker, 
2008). Ces interactions sont caractérisées par l'appariement Watson-Crick entre les 
nucléotides d'une boucle et ceux d'une région simple brin de l'ARN. Les riborégulateurs 
lysine, SAM-I et SAM-IV ont chacun un motif kink-turn dans leur tige P2 (Blouin and 
Lafontaine, 2007; Montange and Batey, 2006). Ce motif est une structure flexible caractérisée 
par un bulge suivi de deux paires de bases A-G, qui permet à la tige de se plier dans un angle 
d'environ 60° (Klein et al., 2001). Il a d'ailleurs été démontré que ce motif est important pour 
le repliement de l'aptamère et le fonctionnement de ces riborégulateurs (Blouin and 
Lafontaine, 2007). 
Boucle-boucle Hélice-boucle Pseudo-noeud Kink-turn 
Figure 3. Motifs et interactions tertiaires de l'ARN. 
1.2.3 Les mécanismes de régulations des riborégulateurs 
Les riborégulateurs peuvent soit réprimer ou activer l'expression du gène qu'ils contrôlent. 
Dans la majorité des cas, les gènes qui sont régulés positivement par un riborégulateur sont 
impliqués dans l'export du métabolite en question ou dans sa dégradation. Les gènes régulés 
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négativement par les riborégulateurs sont plutôt impliqués dans la synthèse ou dans l'import 
du ligand qu'ils lient. En fait, c'est la plateforme d'expression qui, suite à changement de 
f 
conformation causé par la liaison du ligand à l'aptamère, va réguler l'expression du gène. Les 
riborégulateurs peuvent contrôler l'expression des gènes par plusieurs mécanismes différents 
(Figure 4). 
La modulation de la transcription est un des mécanismes de régulation le plus couramment 
retrouvé chez les riborégulateurs bactériens pour réguler l'expression des gènes. Dans le cas 
des gènes régulés négativement, il y a changement de conformation du riborégulateur en 
présence du ligand, ce qui entraîne la formation d'un terminateur intrinsèque (tige-boucle 
stable suivie d'une suite de résidus uraciles) dans la plateforme d'expression (Gusarov and 
Nudler, 1999; Yarnell and Roberts, 1999). Ainsi, suite à un arrêt prématuré de la transcription, 
l'expression du gène est réprimée. Par contre, en absence du ligand, la tige anti-terminatrice 
formée dans la plateforme d'expression empêche la terminaison prématurée de la 
transcription. À l'inverse, pour les gènes régulés positivement par un riborégulateur, la tige 
terminatrice est formée en absence du ligand. Les riborégulateurs transcriptionnels sont situés 
dans les régions S'-UTR des ARNm et peuvent même contrôler l'expression de gènes 
polycistroniques (Winkler et al., 2002b). 
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Figure 4. Mécanismes de régulation des riborégulateurs. (A) Mécanisme 
transcriptionnel (B) Mécanisme traductionnel (C) Auto-clivage de l'ARN par le 
riborégulateur GlcN6P (D) Épissage alternatif fait par le riborégulateur TPP. 
Tirée et adaptée (Winkler and Breaker, 2005); (Link and Breaker, 2009) 
Le deuxième mécanisme de régulation le plus fréquemment retrouvé pour les riborégulateurs 
bactériens est le mécanisme traductionnel. Comme pour le mécanisme transcriptionnel, il y a 
formation d'une tige dans la plateforme d'expression, mais qui dans ce cas-ci, va séquestrer 
les signaux d'initiation de la traduction (RBS et/ou codon de départ). Ainsi, il y a répression 
de la traduction puisque les ribosomes ne peuvent plus se lier et reconnaitre les sites 
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d'initiation. Cependant, ce mode régulation permet la transcription complète de l'ÂRNm bien 
qu'il soit moins stable dû à l'absence de ribosomes (Deana and Belasco, 2005). 
Le riborégulateur GlcN6P, aussi appelé glmS, est un hybride entre un riborégulateur et un 
ribozyme. C'est-à-dire que suite à liaison du ligand à l'aptamère, il va y avoir auto-clivage de 
l'ARNm en S' du riborégulateur. Cette coupure va générer une extrémité phosphate cyclique 
2',3' et une extrémité 5' hydroxyle (OH) (Winkler et al., 2004). L'ARNm est ainsi dégradé 
rapidement par la RNase J1 qui reconnaît spécifiquement les ARN S'OH (Collins et al., 2007). 
Chez les eucaryotes, les riborégulateurs contrôlent plutôt l'épissage alternatif ou la stabilité 
des ARNm. Jusqu'à maintenant, seuls les riborégulateurs de type TPP ont été retrouvés chez 
les eucaryotes, notamment chez les champignons filamenteux (Cheah et al., 2007; Kubodera et 
al., 2003), les algues vertes (Croft et al., 2007) et les plantes supérieures comme Arabidopsis 
thaliana (Bocobza et al., 2007; Wachter et al., 2007). Chez Neurospora crassa, le 
riborégulateur TPP va moduler l'épissage alternatif du gène NMT1, impliqué dans la 
biosynthèse de thiamine. En fait, il y a deux sites d'épissage S' en amont du riborégulateur et 
un site d'épissage (site de branchement) en aval du riborégulateur. Lors de la présence d'une 
faible concentration de TPP, l'aptamère du riborégulateur va masquer le site d'épissage S' 
proximal occasionnant donc l'utilisation du site S' distal pour l'épissage ce qui permet la 
production de l'ARNm NMT1. À l'inverse lorsqu'il y a une quantité suffisante de TPP dans la 
cellule, il y a réorganisation de la structure du riborégulateur suite à la liaison du TPP à 
l'aptamère libérant ainsi le site S' proximal, mais inhibant l'utilisation du site S' distal et du site 
de branchement. Ainsi, l'ARNm généré n'aura pas le bon cadre de lecture et ne pourra pas 
produire la protéine NMT1 (Cheah et al., 2007). Les riborégulateurs TPP contrôlent aussi la 
stabilité des ARNm chez les plantes. Par exemple, chez Arabidopsis thaliana, il y a un 
riborégulateur TPP dans la région 3-UTR du gène AtTHIC qui encore une fois, par le contrôle 
de l'épissage alternatif, va moduler l'inclusion ou non de la séquence contenant le signal pour 
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la polyadénylation. Donc, en absence du ligand, l'ARNm sera polyadénylé et par le fait même 
plus stable. Cependant, en présence de suffisamment de TPP dans la cellule, TARN ne 
contenant pas la séquence signale de polyadénylation sera rapidement dégradé (Bocobza et al., 
2007). 
1.2.4 Les riborégulateurs peuvent agirent en trans 
Comme mentionné précédemment, les riborégulateurs transcriptionnels vont réprimer 
l'expression des gènes qu'ils contrôlent par un arrêt prématuré de transcription. Ainsi, seul un 
court fragment d'ARN contenant le riborégulateur (aptamère et plateforme d'expression) sera 
transcrit. On observe également ces petits fragments d'ARN pour les riborégulateurs 
traductionnels, mais leur mécanisme de génération n'est pas encore connu (Kawano et al., 
200S; Vogel et al., 2003). Dans certains cas, ces fragments d'ARN peuvent avoir un rôle 
cellulaire, notamment celui de petit ARN régulateur. En effet, il a été démontré récemment 
chez Listeria monocytogenes que certains riborégulateurs, en plus de contrôler l'expression de 
gènes en cis, pouvaient également agir en trans. C'est le cas des riborégulateurs SAM SreA, 
contrôlant l'expression des gènes impliqués dans le transport de la méthionine (lmo2419, 
lmo2418 et lmo2417) et SreB, contrôlant l'expression de gènes impliqués dans la synthèse de 
méthionine (lmo059S et lmo0594), qui à la suite d'un arrêt prématuré de transcription vont 
inhiber l'expression du gène prfA, un régulateur de virulence important chez cette bactérie. Ils 
ont démontré que SreA se lie dans le 5-UTR de prfA directement au niveau du theimosenseur 
qui contrôle également l'expression de ce gène (Loh et al., 2009). Le thermosenseur permet la 
traduction du gène prfA à 37°C alors qu'à 30°C l'ARN adopte une structure tel qu'il y a 
formation d'une tige qui séquestre le site de liaison des ribosomes (RBS) (Johansson et al., 
2002). Cependant, les auteurs ont démontré que SreA ne peut s'apparier au thermosenseur que 
si ce dernier est ouvert (37°C). Ainsi, en plus d'être contrôlée par la température, l'expression 
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du gène prfA est aussi modulée en fonction de la disponibilité en nutriments (SAM) (Loh et 
al., 2009). 
Chez Bacillus subtilis, les fragments d'ARN des riborégulateurs SAM prématurément 
terminés ne semblent pas jouer de rôle secondaire dans la cellule puisqu'ils sont rapidement 
dégradés par la RNase Y. En effet, il a été démontré récemment que l'endonucléase Y clive 
l'ARN en S' de l'aptamère et dans la plateforme d'expression du riborégulateur yitf lorsque 
celui-ci est en conformation OFF (SAM est lié à l'aptamère). Ces clivages initient la 
dégradation du fragment d'ARN qui par la suite peut être complété par les exonucléases 
RNase Jl, PNPase et RNase R (Shahbabian et al., 2009). Ainsi, ils fut déterminé que la RNase 
Y clive en amont de structures secondaires dans les régions d'ARN AU riche simple brin et 
qu'elle préfère les substrats monophosphorylés, des caractéristiques également partagées par 
de la RNase E chez E. coli (Callaghan et al., 2005). De plus, par un système double hybride, il 
a été démontré que la RNase Y peut interagir avec la PNPase, la RNase Jl, l'énolase et 
l'enzyme glycolitique 6-phosphofructokinase pour potentiellement former un complexe 
similaire au complexe du dégradosome ARN retrouvé chez E. coli (Commichau et al., 2009; 
Lehnik-Habrink et al., 2011). D'ailleurs, il avait été précédemment rapporté que la RNase E de 
E. coli est impliquée dans la dégradation du riborégulateur transcriptionnel mgtA de 
Salmonella enterica serovar typhimurium en présence de grande quantité de magnésium 
(Spinelli et al., 2008). Cependant, le mécanisme de dégradation n'est pas clair à savoir où se 
situe le site de clivage et si la RNase E doit être associée ou non au complexe du dégradosome 
ARN pour cliver l'ARN. Par contre, la dégradation du fragment d'ARN yitJ est plus efficace 
que celle du fragment d'ARN mgtA car contrairement au riborégulateur yitJ il est possible de 
détecter par buvardage de type Northern le fragment d'ARN mgtA (Kawano et al., 2005; 
Shahbabian et al., 2009). 
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1.3 Riborégulateur lysine 
Le riborégulateur lysine, aussi appelé L-box ou LYS-element, est un motif ARN relativement 
abondant chez les bactéries. En effet, pour 700 génomes bactériens analysés, on retrouve 
environ 600 riborégulateurs lysine (Breaker, 2010), principalement chez les familles 
bactériennes flrmicutes et y-protéobacteria (Serganov and Patel, 2009). Le riborégulateur 
lysine a été découvert en 2003 par analyse bioinformatique (Rodionov et al., 2003b) et étudié 
pour la première fois chez B. subtilis (Grundy et al., 2003; Sudarsan et al., 2003b). Par des 
études in vitro, il a été démontré que la liaison de la lysine à l'aptamère induit des 
changements de conformation dans la structure du riborégulateur. En effet, il fut montré que la 
liaison de la lysine entraîne un arrêt prématuré de transcription dû à la stabilisation de la tige 
PI de l'aptamère et à la formation d'une tige terminatrice dans la plateforme d'expression 
(Grundy et al., 2003; Sudarsan et al., 2003b). 
1.3.1 Aptamire et structure tertiaire 
Le riborégulateur lysine est une jonction 5 voies, c'est-à-dire qu'il y a 5 tiges (PI à P5) 
entourant le cœur de l'aptamère, qui interagissent entre elles pour permettre le repliement 
tertiaire. Grâce au cristal résolu en 2008, il a été possible de voir que lors du repliement de 
l'aptamère il y a un empilement des tiges PI et P2 ainsi que des tiges P4 et PS, ce qui donne à 
l'aptamère la forme d'un X asymétrique (Figure 5A et 5B) (Garst et al., 2008; Serganov et al., 
2008). De même, avec le cristal, il a été possible de constater qu'il y a une interaction tertiaire 
boucle-boucle entre la boucle de la tige P2 et celle de la tige P3. D'ailleurs, cette interaction 
avait précédemment été démontrée comme étant importante pour le repliement et le 
fonctionnement du riborégulateur (Blouin and Lafontaine, 2007). De plus, bien que non-
consensuel, le motif kink-turn retrouvé dans la tige P2 est important pour permettre 
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l'interaction boucle-boucle (Blouin and Lafontaine, 2007). Dans l'aptamère du riborégulateur 
lysine, il y a également une interaction tertiaire hélice-boucle entre la tige P2 et la boucle de la 
tige P4 (Figure SA et SB). Dans ce cas-ci, les bases adénines de la boucle, avec leur face 
Watson-Crick, vont faire des liens hydrogènes avec le sillon mineur de l'hélice ARN P2 
(Garst et al., 2008; Serganov et al., 2008). Comme pour l'interaction boucle-boucle, cette 
interaction a été démontrée comme étant importante pour le fonctionnement et le repliement 
correct du riborégulateur (Blouin et al., 2010). Dans la tige P2, on retrouve un motif boucle E, 
également appelé motif Sarcin/Ricin. Ce .motif est caractérisé par deux appariements non 
Watson-Crick G-A et A-A suivit d'une paire de bases A-U et d'un appariement non Watson-
Crick G-A (Leontis and Westhof, 1998). Avec le cristal, il fut remarqué qu'il y a un décalage 
de tour d'hélice au niveau de ce motif (Serganov et al., 2008). Cependant, le rôle et 
l'importance du motif boucle E dans la structure ou la fonction du riborégulateur n'ont pas 
encore été déterminés à ce jour. En plus des interactions tertiaires, il a également été démontré 
que la longueur des tiges PI, P4, PS de l'aptamère et de la tige P6 de la plateforme 
d'expression est importante pour permettre une réponse optimale du riborégulateur à la 
présence de la lysine (Blouin et al., 2010; Blouin and Lafontaine, 2007). 
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Figure 5. Riborégulateur lysine. (A) structure secondaire de l'aptamère et (B) cristal de 
l'aptamère du riborégulateur lysine chez Thermotoga maritima. Tirée et 
adaptée (Serganov et al., 2008) (C) Structure secondaire consensus et 
conservation nucléotidique du riborégulateur lysine basée sur les alignements 
de séquences. Tirée et adaptée (Serganov and Patel, 2009) 
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1.3.2 Liaison de la lysine à l'aptamère 
Le repliement tertiaire de l'aptamère entraîne l'organisation du cœur de l'aptamère pour 
former une pochette de liaison où la lysine peut se lier (Serganov et al., 2008). D'ailleurs, les 
nucléotides du cœur de l'aptamère, principalement ceux qui interagissent avec la lysine, ont 
été démontrés comme étant très conservés à travers la phylogénie (Figure SC) (Barrick and 
Breaker, 2007). Suite à la cristallographie du riborégulateur lysine chez T. maritima avec son 
ligand, il a été possible de voir que le groupement carboxylé de la lysine interagit par des 
ponts hydrogènes avec la paire de bases Wobble G114-U140, la paire de bases Watson-Crick 
G12-C79 et le groupement 2'-hydroxyle de la base G11 du cœur de l'aptamère (Figure 6A et 
6B) (Garst et al., 2008; Serganov et al., 2008). Le groupement aminé N2 de la lysine fait aussi 
deux ponts hydrogène avec le groupement hydroxyle et aminé de la base G114. De plus, un 
ion potassium interagit de façon stable avec le groupement caiboxylé de la lysine ainsi 
qu'avec les bases G14, G12 de la jonction entre les tiges PI et P2. Cet ion potassium a 
d'ailleurs été précédemment démontré comme étant important pour la liaison de la lysine 
(Serganov et al., 2008). La partie N-terminale de la lysine interagit également avec le cœur de 
l'aptamère. En fait, il y a une combinaison d'interactions électrostatiques et de liens 
hydrogènes entre le groupement aminé N6 de la lysine et la base G80, ainsi qu'avec une 
molécule d'eau (wl) (Figure 6A et 6B) (Garst et al., 2008; Serganov et al., 2008). 
Malgré les nombreuses interactions entre la lysine et l'aptamère, la pochette de liaison est plus 
permissive entre les positions C4 et N6 de la lysine, permettant la liaison d'analogues de 
lysine au riborégulateur. (Garst et al., 2008). En étudiant la liaison de ces différents analogues 
à l'aptamère, il a été possible de déterminer les caractéristiques moléculaires de la lysine 
essentielles pour permettre sa liaison efficace au riborégulateur (Figure 6C) (Blount et al., 
2007; Serganov et al., 2008). Ainsi, il fut déterminé que l'arrangement stéréométrique de la 
lysine est une particularité importante puisque le riborégulateur fait une discrimination entre la 
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L-lysine et la D-lysine (Sudarsan et al., 2003b). De même, la longueur de la chaîne de carbone 
est importante étant donné qu'aux extrémités de la lysine les groupements carboxylés et 
aminés font des interactions électrostatiques avec les nucléotides du cœur de l'aptamère (Garst 
et al., 2008; Sudarsan et al., 2003b). Par contre, l'ajout d'un groupement volumineux en 
position N6 est toléré pour la liaison à condition que le groupement soit de charge positive à 
pH neutre et qu'il soit donneur de ponts hydrogènes (Blount et al., 2007). À l'inverse, les 
analogues de lysine ayant un groupement volumineux en position CS ou en position N2 ne 
sont pas liés par le riborégulateur. De plus, le groupement aminé (N2) doit être présent pour 
permettre une liaison efficace de la molécule (Blount et al., 2007; Sudarsan et al., 2003b). 
Ensuite, le groupement carboxylé est également très important puisqu'en son absence, il n'y 
pas de liaison de la molécule à l'aptamère. Cependant, une légère modification dans ce 
groupement ne réduit que faiblement la liaison de la molécule (Sudarsan et al., 2003b). Les 
modifications en C4 de la lysine sont les plus tolérées pour la liaison. En effet, il est possible 
d'ajouter des groupements plus ou moins volumineux sans trop affecter l'efficacité de liaison 
de l'analogue. De plus, le carbone C4 peut être remplacé par un atome d'oxygène ou de soufre 
comme pour l'antibiotique AEC (S-(2-aminoethyl)-L-cystéine) sans nuire à la liaison. Donc, 
grâce à ces études sur la liaison de la lysine et de ces analogues à l'aptamère, il devrait être 
possible de concevoir une nouvelle molécule antibiotique pouvant lier de façon optimale le 
riborégulateur sans être toxique pour l'humain. 
41 
. A81 ! 
Lji i . i  G141 
L-Lysine 
longueur de h chaîne Importante 
A16?i 





G11 {Ç2*} U«" 
G > N , -






•» î:ï ' " \ j f  \  
: Vr 




O Arrangement stérique 
**•0^ * A A*« e** #yTâ^#y«ae 
" ,À«A «Ûicçi S»«tAA*C« S j Tolèrelesfflodiftcabom «,Âè* uûef* *>*«*' -  .  . . .  I -  /  n  
« M l »  
.••V«cÎH»V«a 
. Mutatiot» connu» poor emmt *:• 
one résistance àl'AEC W |l{ m A-Il 
£ «» « «UtfOtfttOAtfAAVCA 
Figure 6. Interaction entre le riborégulateur lysine et son ligand. (À) Représentation 
structurale de la pochette de liaison du riborégulateur lysine. (B) Représentation 
schématique des ponts hydrogènes (lignes pointillées) permettant la liaison de 
la lysine. Tirée et adaptée (Serganov et al., 2009) (C) Résumé de la 
reconnaissance moléculaire de la lysine par le riborégulateur basé sur l'étude de 
la liaison des analogues de lysine. Triée et adaptée de (Blount et al., 2007). (D) 
mutation du riborégulateur lysC chez B. subtilis donnant une résistance à 
l'AEC. Tirée et adaptée (Sudarsan et al., 2003b). 
42 
1.3 J Mutant de liaison 
Plusieurs mutants du riborégulateur lysine ont été identifiés chez les bactéries résistantes à 
l'antibiotique AEC, un analogue de lysine (Figure 6D). Ces mutations causent une 
i 
dérégulation menant à une surexpression du gène lysC et à une augmentation de la 
concentration intracellulaire de lysine. Parmi ces mutations, certaines vont affecter le 
repliement tertiaire de l'aptamère alors que d'autres vont plutôt affecter la pochette de liaison 
et empêcher à la liaison de la lysine (Garst et al., 2008; Serganov et al., 2008). Il a été 
démontré que la mutation G39C identifiée chez le riborégulateur lysC de B. subtilis, également 
appelé G31C chez E. coli et G11C chez T. maritima, affecte dramatiquement la fonction du 
riborégulateur in vitro (Blouin and Lafontaine, 2007; Sudarsan et al., 2003b). Cette mutation 
empêche la liaison de la lysine sans toutefois affecter le repliement tertiaire de l'aptamère 
(Blouin et al., 2010). Ce variant du riborégulateur lysine est d'ailleurs utilisés comme contrôle 
négatif lors de l'étude chez d'autres espèces bactériennes. 
1.3.4 Plateforme d'expression et mode de régulation 
Comme mentionné précédemment, l'aptamère est le domaine plus conservé du riborégulateur 
alors que la plateforme d'expression est beaucoup plus variable (Breaker, 2010). C'est ce qui 
explique pourquoi le riborégulateur lysine peut réguler l'expression des gènes en aval par 
différents mécanismes. En effet, par alignement de séquences des plateformes d'expression il 
a été possible de voir que, chez certaines bactéries, la tige formée en présence de ligand dans 
la plateforme d'expression est suivie d'une suite d'uracile. Cela suggère un mécanisme 
transcriptionnel. C'est le cas notamment du riborégulateur en amont du gène lysC chez B. 
subtilis (Rodionov et al., 2003b). Chez d'autres bactéries, la tige formée dans la plateforme 
d'expression séquestre le site de liaison des ribosomes suggérant alors un mécanisme 
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traductionnel. C'est le cas du riborégulateur lysC chez E. coli. Cependant, contrairement au 
riborégulateur lysC chez B. subtilis où plusieurs expériences in vitro et in vivo confirment que 
c'est un riborégulateur transcriptionnel (Garst et al., 2008; Grundy et al., 2003; Phan and 
Schumann, 2009; Serganov et al., 2008; Sudarsan et al., 2003b), il n'y aucune preuve 
expérimentale confirmant le mode de régulation du riborégulateur lysC retrouvé chez E. coli. 
1.4 Le gène lysC chez E. coli 
Chez plusieurs bactéries, notamment chez E. coli, la voie du diaminopimelate mène à la 
synthèse de lysine, thréonine, méthionine et d'isoleucine (Figure 7). Cette voie métabolique 
entraîne également la production de métabolites importants comme le méso-diominopimelate, 
impliqué dans la synthèse de peptidoglycane (Viola, 2001). Plusieurs gènes de la voie de 
synthèse de la lysine peuvent être régulés par des riborégulateurs lysine (Figure 7). Par 
exemple, chez B. cereus, le gène lysA transformant le méso-diominopimelate en lysine est 
précédé par un riborégulateur lysine alors que chez lactococcus lactis, c'est le gène codant 
pour le transporteur de lysine LysP qui est contrôlé par un riborégulateur (Rodionov et al., 
2003b). Cependant, chez E. coli, il n'y a seulement qu'un riborégulateur lysine devant le gène 
lysC qui code pour l'aspartokinase m. En fait, cette enzyme catalyse la première étape de la 
voie du diaminopimelate en phosphorylant l'aspartate en aspartyl-phosphate (Cohen and 
Saint-Girons, 1987). Chez E. coli, il y a trois isoformes pour l'aspartokinase codés par les 
gènes thrA (AK-HD I), metL (AK-HDII) et lysC (AKIII). Les isoformes AK-HD I et AK-DH 
II sont des enzymes bifonctionnelles, c'est-à-dire qu'elles ont l'activité aspartokinase (AK) 
mais également une activité homosérine déshydrogénase (HD) (Cohen et al., 1969). Ces 
enzymes sont d'ailleurs réprimées par les composés finaux de leur voie métabolique 
respective, soit la thréonine pour AK-DH I et la méthionine pour AK-DH II (Falcoz-Kelly et 
al., 1969; Veron et al, 1972). L'aspartokinase III est également réprimé par le produit final de 
sa voie métabolique, soit la lysine. Cependant, contrairement aux autres isoformes, 
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l'aspartokinase III est une enzyme monofonctionnelle, c'est-à-dire qu'elle ne possède 
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Figure 7. Voie métabolique du diaminopimelate chez E. coli. Les barres violettes 
indiquent les gènes régulés par des riborégulateurs lysine chez les bactéries. Le 
gène lysC codant pour l'asparkinase III est encadré en rouge. Tirée et adaptée 
(Rodionov et al., 2003b) 
L'aspartokinase m, codé par le gène lysC, est considéré comme le point de contrôle de la voie 
de synthèse de la lysine (Liu et al., 2007). En effet, l'expression et l'activité de cette enzyme 
sont régulées en fonction de la lysine. D'une part, il a été démontré que l'activité des deux 
promoteurs du gène lysC est diminuée d'environ 30% en présence de lysine (Liao and Hseu, 
1998). Ensuite, comme mentionné précédemment, il a été prédit que le riborégulateur lysine 
situé dans la région S'-UTR de ce gène va séquestrer le site de liaison des ribosomes en 
présence de lysine et ainsi bloquer la traduction (Rodionov et al., 2003b). Également, en plus 
de contrôler l'expression du gène lysC, la lysine affecte également l'activité de l'aspartokinase 
III. En fait, l'aspartokinase m est une enzyme homodimérique où les monomères interagissent 
via leur région C-terminale (Niles and Westhead, 1973; Richaud et al., 1973). Lorsqu'il y a 
une concentration élevée de lysine dans la cellule, il y a liaison d'une molécule de lysine dans 
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la région C-terminale de chacun des monomères ce qui entraîne un changement de structure de 
la protéine. Ce changement de structure occasionne l'obstruction du site de liaison de l'ATP 
dans le site catalytique et conduit à la formation d'un dimère de dimère (homotétramère) 
inactif (Kotaka et al., 2006). 
1.5 Le riborégulateur TPP devant le gène thiM chez E. coli 
Le riborégulateur TPP est le seul riborégulateur retrouvé dans les trois domaines du vivant, 
soit chez les bactéries, les archaea et les eucaryotes (Cheah et al., 2007; Kubodera et al., 2003; 
Miranda-Rios et al., 2001; Sudarsan et al., 2003a). De plus, c'est le riborégulateur le plus 
répandu chez les bactéries. Par exemple, on retrouve 2400 riborégulateurs pour 700 génomes 
bactériens analysés (Breaker, 2010). Ce riborégulateur est une jonction 3 voies, c'est-à-dire 
qu'il a trois tiges entourant le cœur de l'aptamère, nommé de PI à P5 (Figure 8). Par 
cristallographie, il a été possible de voir une interaction tertiaire hélice-boucle entre les bases 
A69, A70 et U71 de la boucle de la tige P5 et les bases G21, C38 et U39 de la tige P3. Le TPP 
se lie directement au cœur de l'aptamère avec une très forte affinité (Winkler et al., 2002a). En 
fait, l'anneau pyrimidique du TPP est reconnu et interagit avec les nucléotides du bulge de la 
jonction J2-J3 (Figure 8). L'anneau pyrimidique s'intercale entre les bases G42 et A43 et fait 
des ponts hydrogènes avec les bases G40 et G19. L'extrémité pyrophosphate du TPP est 
reconnue et liée par les nucléotides de la jonction J4-J5. Ce sont les groupements carbonyles 
des bases G60 et G78 qui sont impliqués dans la reconnaissance du pyrophosphate. De plus, 
les bases C77 et G78 font des ponts hydrogènes avec l'atome d'oxygène sur le dernier 
phosphate du TPP. Cependant, pour accommoder la charge négative des groupements 
phosphates, 2 ions magnésium participent également à la liaison. (Edwards and Feire-
D'Amare, 2006; Serganov et al., 2006; Thore et al., 2006). 
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Figure 8. Séquence et structure secondaire du riborégulateur thiM chez E. cott. Les 
nucléotides interagissant avec le TPP sont identifiés en rouge. Le site de liaison 
des ribosomes est encadré en bleu foncé et le codon de départ est en rose. Les 
nucléotides impliqués dans l'interaction tertiaire hélice-boucle sont encerclés en 
vert. 
La thiamine pyrophosphate est un cofacteur essentiel chez les bactéries et les eucaryotes. En 
fait, ce cofacteur est impliqué dans le métabolisme des glucides (Schowen, 1998). Chez E. 
coli, il y a trois riborégulateurs TPP qui modulent l'expression de gènes impliqués dans la 
synthèse du TPP (thiMD et thiCEFSGH) ou dans son transport (thiBPQ) (Sudarsan et al., 
2005). L'un deux, le riborégulateur thiM a été proposé comme étant un riborégulateur 
traductionnel. En effet, il a été démontré par des études in vitro qu'en présence de TPP, le site 
de liaison des ribosomes est séquestré par la tige formée dans la plateforme d'expression 
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(Figure 8) (Rentmeister et al., 2007). De plus, des fusions du riborégulateur avec le gène 
rapporteur lacZ ont permis de confirmer qu'effectivement, in vivo, le riborégulateur module la 
traduction du gène thiM (Miranda-Rios, 2007; Winkler et al., 2002a). 
1.6 Complexe du dégradosome ARN chez E. coli 
Les mécanismes de dégradation des ARNm sont étudiés depuis plusieurs années chez E. coli. 
Il a été démontré que l'enzyme clé qui initie cette dégradation est l'endoribonucléase E 
(RNase E) (Ono and Kuwano, 1979). Bien qu'essentielle pour la dégradation, cette enzyme 
nécessite l'intervention d'autres protéines pour faciliter la dégradation complète des ARNm 
(Khemici et al., 2005). Ainsi, il a été démontré que la RNase E s'associe avec la PNPase pour 
dégrader les ARNm et participer à la maturation des ARNr (Carpousis et al., 1994; Causton et 
al., 1994). De plus, l'hélicase RhlB et l'enolase s'associent également à la RNase E et la 
PNPase, formant ainsi le complexe du dégradosome ARN (Miczak et al., 1996; Py et al., 
1996). En fait, c'est ce complexe qui est responsable de la dégradation de la majorité des 
ARNm chez E. coli (Bemstein et al., 2004b). Cependant, selon les conditions 
environnementales, la composition protéique du dégradosome ARN peut varier. Par exemple, 
à basse température, l'hélicase RhlB est plutôt remplacée par les hélicases SrmB et CsdA 
(Khemici et al., 2004; Prudliomme-Genereux et al., 2004). D'autres protéines telles que les 
chaperonnes DnaK, GroEL, Hfq, la polyphosphate kinase PPK et la polyA polymérase (PAP1) 
peuvent également interagir de façon transitoire avec le dégradosome ARN pour former un 
complexe appelé dégradosome ARN alternatif (Blum et al., 1997; Carabetta et al., 2010; Ikeda 
et al., 2011; Miczak et al., 1996). Plusieurs études ont aussi démontré que les protéines L4, 
RraA et RraB avaient la capacité de réguler la composition du dégradosome ARN ou l'activité 
de la RNase E et ainsi changer le patron de dégradation des ARN selon les conditions 
environnementales (Gao et al., 2006; Lee et al., 2003; Singh et al., 2009). Cependant, 
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l'assemblage du dégradosome ARN n'est pas essentiel pour la dégradation des ARNm bien 
qu'elle soit considérablement ralentie (Kido et al., 1996; Leroy et al., 2002). 





Figure 9. Organisation du complexe du dégradosome ARN chez E. coli. (Carpousis, 
2007) 
1.6.1 Endoribonucléase £ (RNase E) 
La RNase E, une protéine de 1061 acides aminés, est divisée en deux parties. La partie N-
terminale contient le domaine catalytique nécessaire à l'endoclivage de l'ARN (McDowall 
and Cohen, 1996). Le site catalytique actif est formé par l'assemblage de la RNase E en 
homotétramère (dimère de dimère), bien qu'il est possible de retrouver la RNase E active sous 
forme de dimère ou de trimère (Callaghan et al., 2005) (Figure 9). La partie N-terminale est 
composée de deux domaines; le grand («large domain») et le petit («small domain») domaine. 
Ce sont les petits domaines de chacun des dimères de RNase E qui interagissent ensemble 
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pour former le tétramère (Figure 10A) (Callaghan et al., 2005). Quant à lui, le gros domaine, 
impliqué dans la liaison et le positionnement de l'ARNm au site catalytique, est divisé en 
plusieurs sous-domaines (Figure 10A). Le sous-domaine SI a été démontré comme étant 
essentiel à l'activité de la RNase E. En plus d'être impliqué dans la liaison de l'ARNm, il 
aurait aussi un rôle important à jouer pour la dimérisation de cette protéine (Schubert et al, 
2004). Le sous-domaine RNase H a été nommé ainsi puisqu'il possède structure similaire à 
l'endonucléase H. Cependant, seule la structure est conservée puisque les nucléotides 
importants pour la fonction catalytique ne sont pas présents. Ce sous-domaine aurait donc 
plutôt un rôle structural à jouer (Callaghan et al., 2005). En fait, il forme une pochette avec le 
sous-domaine 5-senseur pour lier la partie 5' piéférentiellement monophosphorylée de 
l'ARNm (Callaghan et al., 2005). Bien que le niveau de phosphorylation en 5' n'influence pas 
la liaison de l'ARNm à la RNase E (Jiang and Belasco, 2004b; Redko et al., 2003), il a été 
démontré que la RNase E clive de 20 à 30 fois plus les ARNm monophosphorylés que les 
ARNm triphosphorylés (Mackie, 1998). Suite à la liaison du 5' à la pochette de liaison, 
l'ARNm simple brin passe ensuite dans le tunnel formé des sous-domaines SI et 5-senseur ce 
qui permet de bien positionner le squelette de l'ARNm au niveau du site catalytique de la 
RNase E (Callaghan et al., 2005). Le site catalytique retrouvé est dans le sous-domaine DNase 
I. Comme pour le sous-domaine RNase H, ce sous-domaine a été nommé en fonction de sa 
structure similaire à l'endonucléase DNase I qui clive les duplex ADN. Lors de la présence 
d'un ARNm, il y aurait un rapprochement entre les sous-domaines SI et DNase I. Ce 
rapprochement permet le clivage de l'ARNm par à une attaque nucléophile sur le squelette de 
l'ARNm fait par l'ion magnésium lié aux résidus asp303 et asp346 du sous-domaine DNase I 
(Koslover et al., 2008). Jusqu'à maintenant, la séquence consensus reconnue par la RNase E 
n'a été pas déterminée, il est seulement connu que le RNase E clive les ARN simples brin dans 
une région A/U riche (McDowall et al., 1994). 
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Figure 10. Organisation des domaines de la RNase E chez E. coli. (A) Sous-domaines 
de la partie N-terminale de la RNase E (Callaghan et al., 2005). (B) Sites de 
liaison des composantes du dégradosome ARN sur la partie C-terminale de la 
RNase E. RBD et AR2 indiquent les sites de liaison à TARN (Nurmohamed et 
al., 2010). 
La partie C-terminale de la RNase E, soit des acides aminés 530 à 1061, est une longue région 
non structurée où les autres protéines du dégradosome ARN se lient (Figure 10B). 
Généralement, à chacun des monomères de la RNase E, il y a liaison d'un monomère de 
l'hélicase RhlB aux acides aminés 698 à 762. Il y a aussi liaison d'un dimère d'énolase aux 
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acides aminés 823 à 850 et d'un trimère de PNPase aux acides aminés 1039 à 1061 (Callaghan 
et al., 2004; Chandran and Luisi, 2006; Cobum et al., 1999; Marcaida et al., 2006; Symmons 
et al., 2002; Vanzo et al., 1998). Ceci fait donc du dégradosome ARN un gros complexe 
dynamique dont la taille varie entre 1500 et 2000 KDa (Carpousis, 2007). Dans la queue C-
terminale, il y a également deux régions riches en arginine entre les acides aminés 604 à 688 
(RBD) et 796 à 819 (AR2) qui seraient des sites de liaison à l'ARN. Ces sites ont été proposés 
pour augmenter l'activité de la RNase E bien qu'ils ne soient pas essentiels pour la 
dégradation des ARNm (Lopez et al., 1999; Ow et al., 2000). 
1.6.2 Polynucléotide phosphorylase (PNPase) 
La polynucléotide phosphorylase (PNPase) est une exonucléase qui dégrade l'ARN de 
l'extrémité 3' vers l'extrémité 5'. C'est une enzyme très processive, mais qui est inhibée par les 
structures secondaires de l'ARN (ARN double brin) (Blum et al., 1999; Spickler and Mackie, 
2000). Une extrémité saillante de 7 à 10 nucléotides est d'ailleurs nécessaire pour que la 
PNPase puisse dégrader un ARN structuré (Coburn et al., 1999; Py et al., 1996). Pour cette 
raison, la PNPase requiert la coopération de la polyA polymérase (PAP1) ou d'hélicases pour 
effectuer une dégradation efficace de l'ARN (Blum et al., 1999; Carpousis et al., 1999; 
Cobum et al., 1999). Comparativement aux autres exonucléase 3-5' qui hydrolyse l'ARN, la 
PNPase est une enzyme phospholytique, c'est-à-dire qu'elle clive les liens phosphodiesters 
reliant deux bases de l'ARN à l'aide d'un phosphate inorganique. (Deutscher, 2006; Singer, 
1958). La PNPase n'est pas une enzyme essentielle chez E. coli malgré qu'en l'absence des 
autres exonucléases 3-5', elle est capable d'accomplir seule les réactions importantes 
permettant la viabilité cellulaire (Deutscher, 2006). En plus de la dégradation des ARN, elle 
joue également un rôle mineur dans la maturation des ARN ribosomaux et peut même, dans 
certaines conditions, ajouter quelques nucléotides à l'extrémité 3' des ARN (Deutscher et al., 
1988; Li and Deutscher, 1994). La PNPase possède 4 domaines, soit deux domaines 
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catalytiques (PH et PH') et deux domaines de liaison à l'ARN simple brin (SI et KH). Le 
domaine PH' également appelé domaine du cœur 1 serait en fait une duplication inactive du 
domaine PH (domaine du cœur 2). La PNPase est retrouvée sous forme homotrimérique. Les 
domaines PH et PH' de chaque monomère s'assemblent et forment un anneau hexamérique où 
l'on retrouve le site catalytique au centre. Les domaines de liaison à l'ARN sont retrouvés à la 
surface de l'anneau et facilitent la processivité de la PNPase sur l'ARN (Symmons et ai, 
2000; Symmons et al., 2002). Par contre, ils ne sont pas essentiels à l'activité exonucléase de 
la PNPase, ni importants pour l'interaction de la PNPase avec la RNase E (Stickney et al., 
2005). C'est le domaine PH (domaine du cœur 2) de chacun des monomères qui est 
responsable de l'interaction avec le C-terminale de la RNase E. Il y a donc trois sites possibles 
de liaison à la RNase E pour chacun des trimères de PNPase. Toutefois, cette interaction 
n'influence pas l'activité de la PNPase (Nurmohamed et al., 2009). 
1.6.3 Hélicase RhIB 
L'hélicase RhIB fait partie de la famille des hélicases DEAD-BOX. Elle possède un domaine 
ATPase, un domaine hélicase et un domaine de liaison non spécifique à l'ARN dans sa partie 
C-terminale (Liou et al., 2002). Cette hélicase est majoritairement impliquée dans la 
dégradation des ARN. Son rôle est de défaire les structures secondaires de l'ARN, activant 
ainsi la dégradation de l'ARN par la PNPase qui ne peut que dégrader les ARN simple brin. 
D'ailleurs, il a été démontré que la PNPase peut directement interagir avec le C-terminale de 
RhIB en absence de la RNase E (Liou et al., 2002). C'est également la partie C-terminale qui 
permet l'interaction de l'hélicase avec la RNase E. D'ailleurs, il a été observé que cette 
interaction augmente de 15 fois l'activité ATPase de l'hélicase (Vanzo et al., 1998). De plus, 
ce sont les domaines de liaison à l'ARN de la RNase E qui détermineraient la spécificité pour 
l'ARN et faciliteraient également la linéarisation de cet ARN. L'ARN linéaire peut ensuite 
être dégradé par la PNPase ou la RNase E (Chandran et al., 2007). 
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1.6.4 Énolase 
L'énolase est une enzyme glycolytique qui catalyse la conversion 2-phophoglycérate en 
phosphoénolpyruvate dans la néoglucogenèse (Spring and Wold, 1971). Cette enzyme est 
retrouvée en grande quantité chez E. coli, mais seulement une faible proportion (un dixième) 
est liée au complexe du dégradosome ARN (Py et al., 1996). Son rôle au niveau de la 
dégradation des ARN est peu connu. Par contre, il a été observé que l'énolase affecte la 
stabilité de plusieurs ARNm, notamment ceux codant pour des enzymes impliquées dans le 
métabolisme de génération de l'énergie (Bernstein et al., 2004a; Lee et al., 2002). De plus, à 
l'aide du petit ARN régulateur SgrS, l'énolase affecte également l'expression des gènes 
responsables de la réponse au stress des sucres phosphorylés, comme le gène ptsG codant pour 
un transporteur de glucose (Morita et al., 2005). Selon ces résultats, il a été proposé que 
l'énolase puisse servir de senseur pour faire le lien entre la dégradation des ARNm et l'état 
énergétique de la cellule (Chandran and Luisi, 2006). Cette enzyme possède deux domaines, le 
domaine N-terminale et le domaine tonneau. Le domaine tonneau est responsable de la 
dimérisation de l'énolase et c'est également dans ce domaine que l'on retrouve le site actif 
(Kuhnel and Luisi, 2001). L'énolase se lie au C-terminale de la RNase E via le sillon profond 
formé entre les domaines N-tenninales de chacun des monomères (Chandran and Luisi, 2006; 
Nurmohamed et al., 2010). Cette interaction a peu d'effet sur la structure de l'énolase et 
n'affecte pas son activité catalytique (Callaghan et al., 2004; Chandran and Luisi, 2006). Il a 
cependant été proposé que l'énolase puisse aider à organiser le domaine AR2, présent sur la 
partie C-terminale de la RNase E et ainsi faciliter la liaison de l'ARN à ce domaine 
(Nurmohamed et al., 2010). 
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1.6.5 Mécanismes de dégradation des ARNm chez E. coli 
Chez E. coli, les ARNm sont principalement dégradés par le complexe du dégradosome ARN 
(Carpousis, 2007). La dégradation est initiée par un endoclivage de la RNase E qui génère une 
extrémité 3'OH et une extrémité 5-monophosphate. Comme l'activité de la RNase E est 
stimulée par l'extrémité S'-monophosphate, ce fragment est de nouveau clivé par la RNase E. 
Les fragments d'ARN avec une extrémité 3'OH non protégée sont principalement dégradés par 
l'exonucléase 3'-5* PNPase, mais également par la RNase R et la RNase II (Jiang and Belasco, 
2004a; Mackie, 1998; Spickler et al., 2001). Par contre, ces exonucléases ne sont pas capables 
de dégrader les ARN d'une longueur de 2 à 5 nucléotides de long. Ces molécules appelées 
nanoARN sont donc dégradées par l'oligoribonucléase (Orn) en mononucléotides (Ghosh and 
Deutscher, 1999; Zhang et al., 1998). 
1.7 But de l'étude sur les riborégulateurs 
Au cours des dernières années, le nombre de bactéries résistantes aux antibiotiques a augmenté 
en flèche. Ceci est dû à l'utilisation excessive d'antibiotiques en médecine, mais également en 
agro-alimentation (Mulhbacher et al., 2010). De plus, les antibiotiques actuellement utilisés ne 
ciblent settlement que quatre processus vitaux des bactéries, soit la synthèse de protéines, 
d'acides nucléiques, de la paroi cellulaire ou d'acide folique (Theuretzbacher and Toney, 
2006). D'ailleurs, certaines bactéries sont maintenant multirésistantes aux antibiotiques, c'est-
à-dire qu'elles sont résistantes à plusieurs familles d'antibiotiques les rendant donc très 
difficiles à combattre (Blount and Breaker, 2006). Il est donc très important de développer de 
nouvelles molécules antibiotiques qui cibleront des voies métaboliques différentes, par 
exemple, les voies controllées par des riborégulateurs. En effet, ils sont des cibles de choix 
pour développer de nouveaux antibiotiques puisqu'à ce jour, ils n'ont pas encore été identifiés 
chez les mammifères et ils sont très abondants chez les procaryotes (Blount and Breaker, 
2006; Edwards and Batey, 2011). De plus, chez les bactéries, les riborégulateurs modulent 
l'expression de plusieurs gènes impliqués dans la voie de synthèse ou de transport de 
métabolites essentiels à la survie de la cellule. Ils contrôlent même l'expression des gènes de 
virulence chez les bactéries pathogènes (Blount and Breaker, 2006). D'ailleurs, il existe des 
molécules, déjà utilisées comme antibiotiques, qui ciblent les riborégulateurs. Par exemple, 
l'AEC (S-(2-aminoethyl)-L-cystéine) analogue à la lysine (Shiota et al., 1958), le pyrithiamine 
analogue au TPP (Robbins, 1941; Woolley and White, 1943) et la roséoflavine analogue au 
FMN (Berezovskii et al., 1977; Matsui et al., 1982), sont connus pour affecter sévèrement la 
croissance des bactéries. Il a également été démontré que ces molécules se lient aux 
riborégulateurs et dérèglent ainsi l'expression des gènes contrôlés par ces riborégulateurs 
(Blount et al., 2007; Gelfand et al., 1999; Sudarsan et al., 2005; Sudarsan et al., 2003b; 
Winkler et al., 2002a; Winkler et al., 2002b). Récemment, pour lutter contre les bactéries 
multirésistantes Clostridium difficile et Staphylococcus aureus, une molécule antibiotique 
ciblant le riborégulateur guanine a été développée (Mulhbacher et al., 2010). Selon les 
résultats préliminaires, cette molécule s'avère efficace pour empêcher la croissance de 
plusieurs autres bactéries. Ainsi, en ciblant les riborégulateurs les plus répandus comme TPP 
ou FMN, il devrait être possible de créer des antibiotiques à large spectre. Toutefois, en ciblant 
des riborégulateurs moins répandus, les antibiotiques développés seront plus sélectifs (Blount 
and Breaker, 2006). 
Pour concevoir de nouvelles molécules antibiotiques efficaces qui se lieront de façon optimale 
à l'aptamère du riborégulateur ciblé, il faut étudier en profondeur les riborégulateurs. Pour 
déterminer la structure tertiaire des riborégulateurs, il est possible d'utiliser plusieurs 
méthodes : la cristallographie, le FRET («Fluorescence Resonance Energy Transfer»), le 
RMN (résonance magnétique nucléaire), les essais de liaison de fluorescence et plusieurs 
autres. De plus, l'analyse de liaison des analogues de ligand au riborégulateur permet de 
déterminer les interactions essentielles pour la liaison de la molécule et quels groupements 
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peuvent être modifiés sur le ligand. Par contre, il est aussi important de caractériser le 
fonctionnement du riborégulateur in vivo pour bien comprendre leur mécanisme de régulation. 
Pour cette étude, nous avons choisi d'utilisé l'organisme modèle E. coli puisque plusieurs 
outils de biologie moléculaire établis sont disponibles pour l'étudier. Chez E. coli, il y a six 
riborégulateurs, dont trois riborégulateurs TPP (thiMD, thiCEFSGH et thiBPQ), un 
riborégulateur lysine (lysC), un riborégulateur FMN (ribB) et un riborégulateur AdoCbl 
(btuB), qui régulent au total 14 gènes (Barrick and Breaker, 2007). Étant donné que le 
riborégulateur lysine chez Bacillus subtilis faisait déjà l'objet d'une étude in vitro au 
laboratoire, nous avons décidé d'étudié ce même riborégulateiu* chez E. coli pour en 
comprendre son mécanisme de régulation. 
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2.1 Résumé de l'article 
Les riborégulateurs sont des éléments génétiques, majoritairement retrouvés chez les 
procaryotes. Ces structures d'ARN, localisées dans les régions non traduites, contrôlent 
l'expression de gènes en cis par un changement de conformation. En fait, c'est la 
reconnaissance et la liaison spécifique du ligand à l'aptamère qui est responsable de ce 
changement de structure. Il y a plusieurs classes de riborégulateurs qui sont déterminées selon 
le ligand qui est lié. Certains riborégulateurs vont lier des ligands simples comme des bases 
azotées et des acides aminés ou encore des ligands plus complexes comme des coenzymes. 
Les riborégulateurs régulent l'expression des gènes en modulant principalement le niveau de 
traduction et de transcription de l'ARNm. Chez E. coli, il y a six riborégulateurs dont trois 
riborégulateurs TPP (thiMD, thiCEFSGH et thiBPQ), un riborégulateur lysine (lysC), un 
riborégulateur FMN (ribB) et un riborégulateur AdoCbl (btuB). Dans cet article, nous avons 
démontré que le riborégulateur lysine chez E. coli, précédemment prédit comme étant un 
riborégulateur traductionnel, contrôle l'expression du gène lysC par deux mécanismes de 
régulation. En effet, non seulement ce riborégulateur contrôle la traduction du gène, mais 
également la stabilité de l'ARNm. En absence de lysine, le riborégulateur permet l'expression 
du gèqe lysC. Toutefois, suite à la liaison de la lysine à l'aptamère, il y a un changement de 
structure entraînant la formation d'une tige dans la plateforme d'expression qui séquestre le 
site de liaison des ribosomes et empêche la traduction. Ce changement de conformation amène 
également la libération du site de clivage qui peut alors être reconnu par la RNase E. De 
même, selon nos résultats, il semble que le riborégulateur TPP devant le gène thiC chez E. coli 
régule l'expression de l'opéron thiCEFSGH par les mêmes mécanismes de régulation que le 
riborégulateur lysine. Alors que le riborégulateur TPP (thiM) en amont de l'opéron thiMD est 
uniquement un riborégulateur traductionnel. Pour la première fois dans le domaine des 
riborégulateurs, nous avons démontré qu'un riborégulateur peut avoir deux modes de 
régulation et qu'un riborégulateur, par un changement de conformation, peut moduler 
l'accessibilité d'une séquence ARN à une protéine, en l'occurrence la RNase E. 
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SUMMARY 
Riboswitches are regulatory elements that modulate their secondary structure to control gene 
expression. All riboswitches described to date regulate either at the level of transcription, 
translation or splicing. Here, we describe a riboswitch from Escherichia coli that, in addition 
to modulate translation initiation, is directly involved in the control of initial mRNA decay. 
Upon ligand binding, the riboswitch adopts a conformation that not only inhibits translation 
initiation but also exposes RNase E cleavage sites. However» in absence of ligand, the 
riboswitch folds into an alternative conformation that simultaneously allows translation 
initiation and sequesters RNase E cleavage sites. Both regulatory activities can be individually 
inhibited, directing the riboswitch to regulate either translation or mRNA decay. This is in 
contrast to other riboswitches for which mRNA decay is tightly coupled to translation 
inhibition. Our study provides the first report that riboswitches directly control initial mRNA 
decay, thus expanding known riboswitch regulatory mechanisms. 
HIGHLIGHTS 
• Riboswitches have only been shown to regulate transcription, translation or splicing. 
• The lysC riboswitch regulates both levels of translation initiation and mRNA decay. 
• The lysC riboswitch controls mRNA decay by modulating access to RNase E cleavage sites. 
• Strong experimental evidence suggest that mRNA decay is modulated by other riboswitches. 
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INTRODUCTION 
Since the first demonstration that translation attenuation regulates the expression of the 
tryptophan operon (Morse et al., 1968), accumulating evidence has revealed the importance of 
post-transcriptional regulation in prokaryotes and eukaryotes alike. Post-transcriptional 
regulators include RNA molecules that operate through several mechanisms to control a wide 
range of physiological responses (Waters and Storz, 2009). Among newly identified RNA 
regulators are riboswitches, which are located in untranslated regions of several mRNAs and 
that modulate gene expression at the level of transcription, translation or splicing (Breaker, 
2010). Riboswitches are highly structured regulatory domains that directly sense cellular 
metabolites like amino acids, carbohydrates, coenzymes, and nucleobases. These genetic 
switches are composed of two modular domains consisting of an aptamer and an expression 
platform. While the aptamer is involved in the specific recognition of the metabolite, the 
expression platform is used to control gene expression by altering the structure of the mRNA. 
Recent bioinformatic analyses have reported the existence of several new RNA motifs (Irnov 
et al., 2010; Weinberg et al., 2007), suggesting that other riboswitches are still likely to be 
discovered. 
The lysine riboswitch was first characterized in Bacillus subtilis, where it is located 
upstream of a lysine transporter (yvsH) and a lysine-sensitive aspartokinase (lysC) (Grundy et 
al., 2003; Rodionov et al., 2003; Sudarsan et al., 2003). Sequence alignments predicted that 
the secondary structure of the aptamer domain is arranged around a five-way junction that is 
important for aptamer architecture (Grundy et al., 2003; Sudarsan et al., 2003). Lysine binding 
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to the riboswitch results in the stabilization of the anti-antiterminator, the PI stem, which 
induces premature transcription termination (Blouin and Lafontaine, 2007; Grundy et al., 
2003; Sudarsan et al., 2003). Helices P2-PS are involved in the formation of the global 
riboswitch structure that is required in the formation of the binding pocket specifically 
recognizing lysine (Garst et al., 2008; Serganov et al., 2008). Sequence alignments also 
predicted that in contrast to B. subtilis, the lysC riboswitch found in E. coli could control gene 
expression at the translational level (Rodionov et al., 2003). According to this model (Figure 
1A), the E. coli lysC riboswitch adopts an ON state in absence of lysine to allow ribosome 
access to the ribosome binding site (RBS). However, when bound to lysine, it is predicted that 
the riboswitch folds into an OFF state that sequesters the RBS into a stem-loop structure, 
thereby inhibiting translation initiation. 
Despite recent efforts dedicated to characterize in vivo riboswitch regulation, very little 
is still known regarding actual cellular processes involved in riboswitch control mechanisms. 
In this work, we have studied the in vivo regulation mechanism of the E. coli lysC riboswitch. 
As expected from earlier predictions, our results are consistent with the riboswitch modulating 
translation initiation as a function of lysine. However, we observed that lysine binding to lysC 
also targets RNase E cleavage in the riboswitch, significantly reducing lysC mRNA level. 
RNase E cleavage sites were mapped within the riboswitch expression platform, which 
become accessible to RNase E uniquely when the riboswitch is bound to lysine. The 
conformation of the lysine-free riboswitch prevents mRNA cleavage thereby allowing lysC 
mRNA accumulation and translation. We also found that both regulatory mechanisms can be 
individually inhibited, directing the riboswitch to regulate expression either at the level of 
translation initiation or mRNA decay. Moreover, we have obtained results indicating that the 
TPP-dependent E. coli thiC riboswitch also relies on RNase E activity for gene regulation. 
These results are in contrast to other riboswitches, such as thiM and btuB, for which mRNA 
decay is tightly coupled to the inhibition of translation initiation. Our study provides the first 
strong experimental evidence indicating that riboswitches control mRNA decay as a function 
of ligand binding, and that they can act at various levels of gene regulation by sensing a 
unique signal. 
RESULTS 
The E. coli fysC Promoter Domain is Regulated by Lysine 
According to previous findings (Liao and Hseu, 1998), the lysC mRNA is transcribed from 
two consecutive promoters that are modulated by the concentration of lysine. To evaluate the 
importance of the promoter regulation in our growth conditions, we prepared a reporter 
construct containing the promoter region of the lysC mRNA fused to the lacZ reporter gene 
(Figure SI A). After growing cells in minimal medium in absence and presence of 10 ng/ml 
lysine, we found that the fi-galactosidase activity was decreased by ~22% in presence of 
lysine, indicating that the promoter region is regulated by lysine (Figure SIB). Using a lacZ 
reporter construct containing only the upstream promoter (P2), a very small lysine-dependent 
decrease was observed, suggesting that most of the lysine-dependent regulation is obtained 
through the PI promoter. Our findings indicate that the lysC promoter domain is regulated to a 
small degree by lysine, which is consistent with previous results (Liao and Hseu, 1998). 
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The lysC Riboswitch Controls Gene Expression at the mRNA Level 
We first investigated the regulatory mechanism of the lysC riboswitch using transcriptional 
and translational lacZ fusions containing the riboswitch domain with the first 57 nucleotides 
(19 codons) of lysC ORF (see Figure SIC for constructs). In these experiments, while the 
LysC-LacZ translational fusion reports on the LysC protein level, the transcriptional lysC-lacZ 
fusion has two independent RBS for lysC and lacZ, which monitors the lysC mRNA level. An 
arabinose-inducible promoter was used to express these lacZ constructs, thus preventing the 
lysine-dependent promoter regulation (Figure SIB). 
When assessing the wild-type riboswitch in the context of a translational construct in 
absence and presence of 10 jig/ml lysine, the measured B-galactosidase activity was 
significantly reduced by 70% in presence of lysine (Figure IB, WT). These results suggest 
that, compared to promoter regulation, the riboswitch-dependent modulation of gene 
expression is significantly larger (compare to Figure SIB). We next verified whether the 
decrease in B-galactosidase activity was dependent on riboswitch conformational changes by 
using reporter constructs in which the riboswitch secondary structure was either stabilized in 
the ON or OFF state (see Figure S2 for constructs). No ligand-dependent modulation of gene 
expression was observed for both constructs (Figure IB). Importantly, B-galactosidase 
activities were consistent with predicted structural states, where the ON and OFF constructs 
showed elevated and reduced B-galactosidase activities, respectively (Figure IB). We also 
used a mutant containing a single-point mutation (G31C) in the core domain of the riboswitch 
that was previously shown to inhibit lysine binding (Sudarsan et al., 2003). As expected, the 
G31C mutant did not respond to lysine addition (Figure IB), in agreement with ligand binding 
being important to modulate lysC riboswitch activity. We next employed transcriptional 
reporter constructs to determine whether the lysC riboswitch controls gene expression by 
modulating the mRNA level. Unexpectedly, we found a strong decrease in B-galactosidase 
activity when cells were grown in presence of lysine (Figure 1C, WT). Furthermore, when 
employing constructs stabilizing the riboswitch either in the ON or OFF state, or having the 
G31C mutation, a clear correlation was observed between B-galactosidase activities and 
riboswitch conformations indicating that the lysC riboswitch modulates the lysC mRNA level 
upon lysine binding. To determine whether the lysC ORF region is required to modulate the 
mRNA level, we designed a transcriptional fusion containing only the riboswitch domain up to 
the AUG start codon (Figure SID). A very similar lysine-dependent B-galactosidase activity 
decrease was obtained (Figure S IE), indicating that the lysC riboswitch is sufficient to 
modulate the mRNA level as a function of lysine binding. 
Because it is known that mRNA stability may be decreased when translation initiation 
is inhibited (Carpousis et al., 2009; Dreyfus, 2009), we next verified whether a decrease in the 
mRNA level (Figure 1C, WT) is generally observed among translationally-controlling 
riboswitches when inhibiting translation initiation. To address this, we used the E. coli thiM 
thiamin pyrophosphate (TPP) riboswitch that was previously determined to act at the 
translational level (Ontiveros-Palacios et al., 2008; Winkler et al., 2002a). We analyzed both 
transcriptional and translational lacZ fusions containing the riboswitch domain with the first 
18 nucleotides (6 codons) of thiM ORF (Figure S3 A). Although a strong TPP-dependent 
decrease in fi-galactosidase activity was observed for the translational fusion in presence of 
500 ng/ml TPP, no such decrease was detected for the transcriptional construct (Figure S3B), 
a result in contrast with the lysC riboswitch. However, when using a transcriptional fusion 
containing a longer thiM ORF section (100 codons), a significant reduction of fi-galactosidase 
activity was obtained in presence of TPP (Figure S3B). These results indicate that the thiM 
riboswitch requires a section of the ORF to modulate the mRNA level upon ligand binding, 
most probably because putative regulatory elements such as ribonuclease sites are located in 
the coding region (Carpousis et al., 2009; Dreyfus, 2009). Together, these results reinforce the 
idea that the lysC riboswitch employs a regulatory mechanism that is not generally observed 
among riboswitches regulating translation initiation. 
The Level of lysC mRNA Decreases Rapidly in Presence of Lysine 
To further analyze the influence of lysine on the lysC mRNA, we next performed Northern 
blot experiments using a probe directed against the riboswitch domain of lysC (see Figure S4A 
for probe location). In these experiments, cells were grown in minimal medium and total RNA 
was extracted before and after the addition of lysine at several time points. A very fast 
decrease in the lysC mRNA level was observed upon the addition of ligand (Figure ID), in 
agreement with lysine modulating the expression of a transcriptional lacZ fusion (Figure 1C). 
Similar results were obtained when using a probe directed against the lysC coding region 
(Figure S4B), consistent with the idea that lysine binding to the riboswitch modulates the level 
of lysC mRNA. We also performed Northern blot experiments on the thiM riboswitch to verify 
the influence of TPP on the thiMD mRNA. When compared to the lysC mRNA, we found that 
the thiMD mRNA level decreased by a slower rate after TPP addition (Figure IE). Together, 
these results show that ligand binding to lysC and thiM riboswitches does not modulate the 
mRNA level to the same extent, reinforcing the idea that these riboswitches exhibit 
mechanistic differences in regulation of gene expression. 
The rapid decrease of the lysC mRNA level in presence of lysine suggests an active 
mechanism of mRNA destabilization. To determine whether lysine binding to lysC mRNA 
alters transcript stability, we employed rifampicin that is often used to determine mRNA half-
life by inhibiting transcription initiation (Hartmann et al., 1967). Upon rifampicin addition, the 
level of lysC mRNA decreased drastically, with only trace amount being detected after 1 min 
(Figure IF). This indicates that the half-life of lysC mRNA is too short to be experimentally 
determined, which is in contrast to most E. coli mRNAs that exhibit half-lives between 3 and 9 
min (Bernstein et al., 2002). However, a half-life of ~2 min was observed for the thiMD 
mRNA (Figure 1G), indicating that it is more stable than the lysC mRNA. No difference was 
observed between lysC and thiMD mRNAs when their half-life was assessed in presence of 
their respective ligand (data not shown), most probably because of the relatively short 
timescale during which their level is decreasing. Taken together, our data suggest that the lysC 
mRNA is a highly unstable transcript that could be rapidly targeted by a cellular ribonuclease 
and where lysine binding to the riboswitch could be used to modulate the rate of mRNA 
degradation. 
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The RNase E and RNA Degradosome are Involved in lysC mRNA Decay 
In E. coli, the initiation of mRNA decay is primarily due to rate-limiting endonucleolytic 
cleavage, generally mediated by the essential enzyme RNase E (Kushner, 2002). RNase E is 
part of a multiprotein complex, the RNA degradosome, that also contains an exoribonuclease 
(PNPase), an RNA helicase (RhlB), and an enolase (Carpousis, 2007). We speculated that 
RNase E and/or the RNA degradosome could be involved in the rapid degradation of lysC 
mRNA. To verify the implication of the degradosome, we first used the bacterial strain rne-
131, which keeps the ribonucleolytic activity of RNase E while preventing the formation of 
the RNA degradosome complex (Kido et al., 1996). When compared to the wild-type strain 
(Figure ID), we observed that the lysC mRNA in the rne-131 strain was significantly 
stabilized in presence of lysine (Figure 2A). By analyzing the fraction of the remaining lysC 
mRNA (Figure 2B), it is clearly apparent that the mRNA level is decreasing by a slower rate 
in the context of the rne-131 strain, suggesting that the RNA degradosome is involved in the 
lysine-dependent degradation of lysC mRNA. In contrast, when we analyzed the thiMD 
mRNA, we did not observe a significant difference between the wild-type and rne-131 strains 
(Figures 2C and 2D), indicating that the RNA degradosome is not implicated in the regulation 
of thiMD. 
To determine if the endoribonucleolytic activity of RNase E is involved in the lysC 
mRNA decay, we used the mutant strain rne-3071, which carries a theimosensitive (TS) 
RNase E that is inactivated at 44°C (Apirion and Lassar, 1978). When cells were grown in the 
presence of lysine at 30°C, a very efficient lysC mRNA degradation was observed (Figure 2E). 
69 
In contrast, when RNase E(TS) cells were incubated with lysine and shifted from 30°C to 
44°C, the level of lysC mRNA was recovered to ~85% after 24 min (Figure 2F). These results 
show that heat-inactivation of RNase E(TS) resulted in the accumulation of lysC mRNA, and 
this even in presence of lysine. As a comparison, we performed similar experiments using the 
wild-type strain (Figures SSA and SSB), and observed a slight accumulation of the lysC 
mRNA when cells were grown at 44°C (~22% at 24 min; Figure S5B). Similar temperature-
dependent accumulation of various mRNAs were previously observed in several studies (Kim 
et al., 1999; Lin-Chao et al., 1994; Nilsson and Uhlin, 1991; Yajnik and Godson, 1993), 
suggesting that such small increase in mRNA levels could be caused by temperature rise. 
Importantly, because there is a significantly higher recovery yield of the lysC mRNA at 44°C 
in the context of the RNase E(TS) strain (~85%) when compared to the wild-type (-22%), it 
clearly suggests that RNase E is involved in the ligand-dependent lysC mRNA degradation 
(Figure 2G). 
The lysC Riboswitch Exposes RNase E Cleavage Sites when Bound to Lysine 
Because the lysC mRNA level depends on i>oth the riboswitch conformational changes (Figure 
1C) and the activity of RNase E (Figure 2G), we reasoned that the riboswitch could modulate 
the lysC mRNA level by selectively controlling the access of critical RNase E cleavage sites 
located in the riboswitch expression platform. We therefore set out to precisely map RNase E 
cleavage sites by employing an in vitro cleavage assay using purified RNA degradosomes 
(Prévost et al., 2011). As an effort to use minimal substrate sequences for RNase E activity, 
we first used an RNA molecule corresponding to the expression platform domain, comprising 
positions 212 to 309 (Figures 3A and 3B). When incubating the 3'-end radiolabeled expression 
platform in presence of increasing amounts of purified RNA degradosomes, two cleavage sites 
were observed corresponding to nucleotides 249-250 and 257-258 (Sitel and Site2; Figure 
3C). Upon close examination of the surrounding sequence, it can be observed that both 
cleaved regions exhibit an identical sequence UCUUCC, in which the two cleavage sites flank 
the first uracil (Figure 3A). The cleaved sequence is similar to previously reported RNase E 
cleavage sites, which are often but not restricted to AU-rich sequences (Carpousis et al., 
2009). 
To determine if the complete riboswitch sequence could be a substrate for the RNA 
degradosome, we next used the lysine riboswitch in our degradation assays and employed 
primer extension to detect cleavage sites. In absence of lysine, a low cleavage activity was 
observed for regions 249-250 and 257-258 (Figure 3D, lane 6), which corresponds to 
determined positions using the expression platform sequence (Figure 3C). However, a 
significant increase in RNase E cleavage was observed for both regions in presence of lysine 
(Figure 3D, lane 8), suggesting that lysine binding to the riboswitch promotes RNase E 
cleavage. By introducing the G31C mutation that prevents lysine binding, no increase in 
cleavage was observed in presence of lysine (Figure 3D, compare lanes 10 and 12), 
confirming that lysine binding to the riboswitch is important to facilitate RNase E cleavage. 
Next, to establish whether RNase E activity is dependent on riboswitch conformational states, 
we used constructs corresponding to OFF and ON riboswitch mutants and performed in vitro 
degradation assays. As expected, we observed high and low cleavage levels for OFF (Figure 
3E) and ON (Figure 3F) state mutants, respectively, suggesting that RNase E cleavage is 
modulated by the lysC riboswitch conformational changes. 
Given that no clear consensus sequence has yet been determined for RNase E cleavage 
sites (Carpousis, 2007), we performed additional riboswitch mutants to determine the 
specificity of the cleavage reaction. We first engineered a riboswitch mutant in which the first 
four nucleotides of the two cleavage sites were removed (ASitel-2; Figure S2). When 
assessing this mutant using in vitro degradation assays, no cleavage activity was observed 
(Figure 3G, lanes 1 to 4). In principle, because sequences surrounding both cleavage sites 
were removed, it could be possible that the mutant inherently folds into the ON state thus 
precluding the access to the cleavage sites. To verify this, we introduced the ASitel-2 mutation 
in the context of an OFF state mutant that should prevent the riboswitch to fold into the ON 
structure. As expected, no cleavage activity was observed when using this mutant (Figure 3G, 
ASitel-2/OFF, lanes 9 and 10), which is in contrast to what we obtained using the OFF state 
riboswitch mutant (Figure 3E, lane 6). Together, our data clearly suggest that lysine binding 
induces the riboswitch to adopt the OFF state secondary structure in vitro, allowing RNase E 
to cleave the riboswitch expression platform. Interestingly, when performing 3' RACE 
experiments, we detected lysC mRNA species that were truncated at Sitel, which is consistent 
with the lysC riboswitch being targeted by RNase E in vivo. 
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Coupling Between Translation and mRNA Decay is not Required for lysC Riboswitch 
Regulation 
To evaluate the in vivo importance of RNase E cleavage sites in the riboswitch expression 
platform, we engineered lacZ constructs in which both RNase E cleavage sites were removed 
(ASitel-2). In the context of a translational fusion (trL), a lysine-dependent gene repression 
was observed for the ASitel-2 construct (Figure 4A). However, no lysine-dependent 
modulation was detected when using a transcriptional fusion (trX), suggesting that RNase E 
can no longer perform cleavage upon lysine binding. Next, to determine the relative 
importance of Sitel, we made reporter constructs in which the Sitel sequence was deleted 
(ASitel). Although we observed that the B-galactosidase activity of the translational fusion 
was strongly reduced in presence of lysine (Figure 4A), there was no decrease in activity when 
using the transcriptional fusion, suggesting that RNase E cleavage at Sitel is essential to 
reduce the level of lysC mRNA. In contrast, the removal of Site2 still allowed the lysC mRNA 
level to be reduced (Figure 4A, ASite2, trX construct), consistent with Site2 being less 
important than Sitel to modulate the level of lysC mRNA. Together, our results clearly show 
that the lysine-induced mRNA decay can be inhibited through the removal of Sitel, and 
therefore, that the lysC riboswitch does not require RNase E activity to regulate at the 
translational level. 
We next evaluated whether the lysC riboswitch could control gene expression 
exclusively by modulating mRNA decay. To do so, we first altered the AUG initiation codon 
sequence by introducing a U308A mutation (AAG mutant; Figure S2). When this mutation 
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was introduced in a translational fusion, virtually no B-galactosidase activity was detected 
(Figure 4B, AAG mutant, trL construct), consistent with the inability of ribosomes to initiate 
translation. However, a significant decrease in gene expression was observed in presence of 
lysine in the context of a transcriptional fusion (Figure 4B, AAG mutant, trX construct), 
suggesting that the riboswitch is able to modulate lysC mRNA level even in the absence of 
efficient translation regulation. Similar results were obtained when introducing a G300C 
mutation into the RBS to disrupt ribosome binding (Figure 4B, GACG mutant). These results 
concur with the lysC riboswitch being able to modulate mRNA decay through RNase E 
cleavage activity, and this, even in the absence of translational control. 
RNase E Cleavage of the lysC Riboswitch Influences the lysC mRNA Decay 
Our results suggest that RNase E cleavage at Sitel is essential to modulate the decay of the 
lysC-lacZ mRNA construct (Figure 4A). To verify whether cleavage at Sitel is also important 
to control the decay in the context of the complete lysC mRNA, we engineered plasmids 
carrying an arabinose-inducible wild-type lysC or a lysC ASitel gene. Both wild-type and 
ASitel plasmids were introduced into a tdysC strain (see Supplemental Experimental 
Procedures for details). According to our results, the lysC ASitel mRNA exhibited a 
significantly stronger (from 30% to 50%) steady-state signal than the wild-type lysC mRNA 
after IS min of arabinose induction (Figures SA and SB, compare lanes 0-). In addition, 
although both mRNAs responded to lysine (added at time 0+), the lysC ASitel mRNA was 
significantly less sensitive to lysine addition when compared to wild-type lysC mRNA. 
Quantification of our results indicated that the lysC ASitel mRNA was consistently more 
abundant (from 20% to 40%) when compared to the wild-typé mRNA in presence of lysine 
(Figure 5C). Thus, the increased steady-state and reduced turnover of the lysC ASitel mRNA 
suggest that RNase E cleavage of the lysC riboswitch is rate-limiting for lysC mRNA 
degradation, consistent with the cleavage at Sitel being important to initiate the decay of the 
lysC mRNA. 
The thiC Riboswitch also Controls Gene Expression by Modulating the mRNA Decay 
The E. coli thiC riboswitch is located upstream of the thiCEFSGH operon, which is involved 
in the synthesis of hydroxymethylpyrimidine and thiazole (Vander Horn et al., 1993). Since it 
was previously reported that a thiC transcriptional fusion exhibited thiamin-dependent 
suppression of fl-galactosidase activity (Winkler et al., 2002a), we suspected that the thiC 
riboswitch could also modulate RNase E cleavage to control thiC mRNA expression. Upon 
examination of the thiC riboswitch (Figure 6A), we observed the presence of sequences 
UCUUGC/UCAUCC in the expression platform, which are very similar to the UCUUCC 
sequence found to be important for lysC mRNA decay (Figures 4A and SB). Furthermore, as 
observed for the lysC riboswitch (Figure 3), the accessibility of the UCUUGC sequence is 
expected to be modulated by riboswitch secondary structures, where the sequence is double-
stranded and single-stranded in the ON and OFF states, respectively (Figures 6A). This 
observation is consistent with a model in which the accessibility of die UCUUGC sequence is 
selectively modulated by the riboswitch and cleaved by RNase E in presence of TPP. 
To characterize the regulation mechanism of the thiC riboswitch, we first determined 
the transcription start site by performing primer extension analysis for the thiC transcript 
(Figure S6A). Next, we constructed thiC translational and transcriptional lacZ fusions and 
assessed their fl-galactosidase activity in a minimal medium as a function of TPP (500 ng/ml). 
As expected, a significant decrease in B-galactosidase activity was obtained for both 
translational and transcriptional fusions (Figure 6B), suggesting that the thiC riboswitch, 
similarly to lysC, modulates its mRNA level upon ligand binding. We investigated the TPP-
dependent modulation of the mRNA level using ON, OFF and TPP binding-deficient (G31C) 
transcriptional fusions (see Figure S6B for constructs). In each case, the B-galactosidase 
activity was found to correlate with the predicted riboswitch secondary structure and with the 
ability to perform ligand binding (Figure 6C). The deletion of the UCUU sequence (ASitel 
mutant) resulted in a TPP-independent increased mRNA level, consistent with Sitel being 
important for the regulation of the thiC mRNA level. Moreover, Northern blot experiments 
revealed that the level of the thiC mRNA decreases very quickly in presence of ligand (Figure 
6D) and exhibits a very short half-life (<1 min; Figure 6E). We also analyzed the effect of TPP 
on the level of the thiC operon mRNA in the context of the rne-131 strain. We found that the 
mRNA turnover is significantly decreased when compared to what we observed in the context 
of the wild-type strain (Figures 6F and 6G), suggesting the implication of the RNA 
degradosome in the decay of the thiC operon mRNA. Taken together, our results support the 
idea that the thiC riboswitch also relies on RNase E cleavage activity to modulate the decay of 
the thiCEFSGH polycistronic mRNA, which is similar to the degradation mechanism 
employed by the lysC riboswitch. 
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DISCUSSION 
In this work, we provide a comprehensive characterization of the E. coli lysC and thiC 
riboswitches, which are the first riboswitches identified that modulate mRNA decay as a 
function of ligand, therefore expanding the known cis-acting regulatory functions of 
riboswitches controlling at the levels of transcription, translation and splicing. Moreover, our 
findings substantially refine the regulation mechanism of the E. coli thiC riboswitch, which 
was originally predicted to control transcription termination (Winkler et al., 2002a). In 
addition, we describe here for the first time that riboswitches may perform dual regulation by 
controlling gene expression at two genetic levels, namely translation initiation and mRNA 
decay. 
Riboswitches Modulate Translation Initiation and mRNA Decay in E. coli 
Previous studies have shown the involvement of riboswitches in the control of translation 
initiation (Fuchs et al., 2006, 2007; Nou and Kadner, 2000; Winkler et al., 2002a; Winkler et 
al., 2002b). In each case, the deduced regulation mechanism was consistent with the idea that 
ligand binding to the riboswitch resulted in the sequestration of the RBS and the degradation 
of the regulated mRNA (Deana and Belasco, 2005). A clear example has been described for 
the E. coli btuB riboswitch for which fi-galactosidase transcriptional fusions containing only 
the riboswitch domain showed no modulation of the mRNA level as a function of ligand 
(Franklund and Kadner, 1997). However, the mRNA level was only decreased in presence of 
ligand when using longer fusions containing significant portions of the coding region (Nou 
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and Kadner, 1998). These results suggest the presence of regulatory elements) within the 
btuB ORF, such as RNase cleavage sites or transcription terminators, which negatively 
modulate the mRNA level in absence of translating ribosomes (Nou and Kadner, 1998). 
Furthermore, together with recent studies, our data suggest that the thiM riboswitch uses a 
similar genetic regulation mechanism (Figure S3B). Interestingly, there is considerable 
precedence for such a translation-degradation interplay in which the lifetime of an mRNA is 
mostly influenced by the time during which it can support protein synthesis (Deana and 
Belasco, 2005). In such cases, mRNA decay only occurs as a consequence of translation 
inhibition and is only involved as a scavenging- process, which is referred to as a non-
nucleolytic repression mechanism (Dreyftis, 2009). Therefore, for both btuB and thiM 
riboswitches, available data are consistent with the translational process being central to 
mRNA regulation where ligand binding results in the non-nucleolytic repression of the 
regulated gene (see model in Figure 7A). 
In contrast to btuB and thiM, our results show that both lysC and thiC riboswitches 
employ a different regulation mechanism by directly modulating the cleavage activity of 
RNase E (see model in Figure 7B). Our data indicate that, in absence of ligand, both 
riboswitches fold into the ON state that not only allows ribosome binding but also sequesters 
RNase E cleavage sites, thus ensuring efficient mRNA translation (Figure 7B). However, in 
their ligand bound form, both lysC and thiC riboswitches adopt the OFF state that 
concomitantly sequesters the RBS and exposes RNase E cleavage sites, thus effectively 
inhibiting translation and initiating mRNA decay. Because RNase E cleavage sites are located 
in riboswitch expression platforms, and not in die ORF as found for btuB and thiM, it strongly 
suggests that lysC and thiC riboswitches directly control the cleavage of the mRNA as a 
function of ligand binding. In such cases, the transcript stability and concomitant translation 
are directly reduced through endoribonucleolytic action, a situation referred to as nucleolytic 
repression (Dreyfus, 2009). In addition to the various characterized systems employing such a 
regulation mechanism, it has recently been observed that sRNAs could also employ 
nucleolytic repression to control gene expression (Prévost et al., 2011). However, although 
these observations suggest that riboswitches and sRNAs may exhibit similarities in their 
regulatory mechanisms, it is also expected that they possess fundamental differences given 
that riboswitches and sRNAs perform cis- and /raws-acting regulatory activity, respectively. 
For example, when assaying the importance of the sRNA chaperone Hfq, which is often found 
in complex with RNase E, no apparent change in the lysine-induced lysC mRNA decay was 
observed in the context of an hfq mutant strain (Figure S7A). 
For the lysC riboswitch, it is possible that the presence of a bound ribosome at the RBS 
would prevent RNase E cleavage at Sitel by steric hindrance, thereby increasing lysC mRNA 
level. Accordingly, a transcriptional lysC-lacZ fusion blocking translation elongation (AUG 
mutant) is significantly more expressed than a construct inhibiting translation initiation (RBS 
mutant; Figure 4B). Similarly, we found that the steady-state level of lysC mRNA is 
significantly increased in presence of the antibiotic kasugamycin (Figure S7B), which 
specifically blocks initiating ribosomes at the RBS (Schuwirth et al., 2006). However, even in 
the complete absence of ribosome binding (RBS mutant), a very similar lysine-dependent 
reduction of the mRNA level (~2-fold) is still observed when compared to the wild-type 
(Figure 4B). These results suggest that the riboswitch does not mainly rely on ribosome 
binding to modulate lysC mRNA level but rather on conformational changes to selectively 
modulate RNase E cleavage activity. In addition, because the initiation of mRNA decay 
occurs within seconds of lysine addition to the medium (Figure ID, compare lanes 0- and 0+), 
it is not immediately clear why the lysC riboswitch also performs translational control. Most 
likely, the repression of initiating ribosomes may unmask ribonuclease cleavage sites located 
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in the ORF, which would allow efficient mRNA degradation as observed in non-nucleolytic 
inactivation. Moreover, it is interesting to consider why the lysC riboswitch regulates mRNA 
decay in addition to translation initiation (Figure 7B). One obvious explanation may be that it 
is important to irreversibly shut down lysC expression in presence of lysine. For instance, we 
have previously shown that translation regulation is performed under thermodynamic control 
for the add adenine riboswitch (Lemay et al., 2011), allowing structural reversibility between 
both ligand-free and ligand-bound riboswitch conformations. However, in contrast to add, 
ligand binding to the riboswitch ensures rapid mRNA degradation and consequently definitive 
repression of gene expression, which we consider to be dominant over translation inhibition. 
Our study strongly suggest that RNase E cleavage at Sitel is crucial for the rapid decay of the 
lysC mRNA (Figures 4A and SB), in agreement with the RNase E cleavage in the riboswitch 
expression platform being rate-limiting and most probably among the initial steps involved in 
the lysC mRNA degradation process, as previously observed for RNase E targets (Carpousis et 
al., 2009). There could be a strong metabolic pressure for the lysC and thiC riboswitches to 
directly regulate their mRNA level through nucleolytic repression since both are involved in 
the modulation of de novo biosynthetic pathways. 
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Although the action of KNase E has previously been shown to be favored by an 
accessible S'-end terminus carrying a monophosphate residue (Mackie, 1998), it was also 
suggested that RNase E cleavage might also occur through "internal entry" (Baker and 
Mackie, 2003). The sequence upstream of the lysC riboswitch contains 22 nucleotides and 
does not exhibit any strong secondary structure, suggesting that RNase E may recognize this 
sequence as a recruitment site. However, beside the region containing Sitel, the lysC 
riboswitch contains a single-stranded region (positions 276-288) in the expression platform 
that could constitute an RNase E entry site, in the context of the OFF state (Figure 3A). 
However, deletion of a major part of this region (A279-283 mutant) did not significantly alter 
the lysine-dependent transcriptional rqpression (Figure S7C), suggesting that the 5' region of 
the riboswitch may be important for RNase E recruitment. 
Riboswitches and Control of mRNA Decay 
Although several riboswitches have previously been shown to regulate translation initiation, 
no clear case has been described where riboswitches directly control mRNA decay. However, 
several lines of evidence are already available suggesting that the control of mRNA decay may 
be widely used by riboswitches. For instance, it was recently shown in B. subtilis that the yiU 
SAM riboswitch is rapidly targeted by RNase Y (Shahbabian et al., 2009). In contrast to 
results obtained here, RNase Y was found to cleave only prematurely-terminated transcript 
and was thus not involved in the regulation of the expressed gene. Moreover, it was observed 
in Salmonella enterica that the mgtA riboswitch is targeted by RNase E in presence of high 
magnesium ion concentrations (Spinelli et al., 2008). However, no clear mechanism was 
established to explain how the mgtA riboswitch was modulating RNase E cleavage activity, 
and if nucleolytic or non-nucleolytic inactivation was performing gene regulation. 
Nevertheless, together with these studies, our findings are consistent with riboswitches 
controlling mKNA decay as a function of ligand binding. Similarly to riboswitches modulating 
Rho-independent terminators, riboswitches controlling the mKNA decay can quickly and 
efficiently regulate the expression of large opérons, as found here for the thiC riboswitch. 
Conclusion 
The demonstration that the lysC and thiC riboswitches regulate mRNA decay expands the 
known biological mechanisms that riboswitches modulate as a function of ligand binding. It 
also provides the first strong experimental evidence that riboswitches can control gene 
expression at multiple levels by sensing a unique signal. The absence of strict requirements for 
RNase E cleavage activity suggest that other riboswitches may employ similar regulation 
mechanisms or may strictly control initiation of mRNA decay to regulate gene expression. 
Although the lysC riboswitch does not require a protein cofactor to perform ligand binding, at 
least in vitro, it relies on the presence of the RNase E cleavage activity to control gene 
expression. From an evolutionary perspective, it is plausible that RNase E cleavage sites have 
appeared in already existing riboswitches only controlling translation initiation, giving rise to 
more modern dual-acting riboswitches modulating at the levels of translation initiation and 
mRNA decay. In this sense, dual-acting riboswitches may represent more evolved 
82 
representatives than transcriptionally- or translationally-regulating riboswitches, and could 
consist of intermediate riboregulators toward a protein-based world. 
EXPERIMENTAL PROCEDURES 
DNA Oligonucleotides, Bacterial Strains and Plasmids 
DNA oligonucleotides were purchased from Integrated DNA Technologies. All bacterial 
strains were derived from E. coli MG16SS. Mutations performed in lysC were essentially 
made as previously described (Yu et al., 2000). Transcriptional and translational fusions were 
performed using a PCR method (Mandin and Gottesman, 2009; Masse and Gottesman, 2002) 
described in the Supplemental Information. 
Northern blot analysis and mRNA half-life determination 
Bacterial cultures were grown at 30°C or 37°C in M63 0.2% glucose minimal medium to mid-
log phase. Cells were then centrifiiged, resuspended with sterile water and total RNA was 
immediately extracted by the hot phenol procedure (Aiba et al., 1981). Lysine (10 ng/ml), TPP 
(500 ng/ml) or kasugamycin (500 jig/ml) was added at the indicated time. For half-life 
determination, RNA transcription was blocked by the addition of 250 ng/ml rifampicin. 
Northern blot experiments were performed as previously described (Prévost et al., 2011). 
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In vitro RNA degradosome assay 
To establish RNase E cleavage sites in the lysC riboswitch, templates transcribed using T7 
RNA polymerase either with the complete lysC riboswitch or the expression platform 
(positions 212 to 309) were incubated with purified RNase E-FLAG degradosomes (Prévost et 
al., 2011). The complete procedure for degradation assays and detection of cleavage products 
using 3'-end labeling or primer extension are described in the Supplemental Information. 
Determination of transcription start site by primer extension 
The transcription start site of the thiC mRNA was determined as previously described (Lemay 
et al., 2011). Briefly, 40 fig of total RNA were incubated in presence of 5-labeled 
oligonucleotide and reverse transcription was allowed according to the Superscript II protocol 
(Invitrogen, Burlington, ON). Reactions were precipitated and migrated on denaturing 
polyacrylamide gels. PCR reactions were used as sequencing markers. Gels were dried and 
exposed to PhosphorLmager screens. 
SUPPLEMENTAL INFORMATION 
Supplemental Information includes Supplemental Data (7 figures, and 4 tables), Supplemental 
Experimental Procedures and Supplemental References. 
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FIGURE LEGENDS 
Figure 1. The 2?. coli lysC riboswitch modulates the mRNA level upon lysine binding. 
(A) Schematic representation of die predicted lysine riboswitch translational control. In 
absence of lysine, the ON state exhibits an anti-sequestering stem, which exposes the 
ribosome binding site (RBS) and allows translation initiation. However, when bound to lysine, 
the riboswitch adopts the OFF state in which the presence of a sequestering stem masks the 
RBS and inhibits gene expression. The region shared by the anti-sequestering stem (ON state) 
and the aptamer (OFF state) is represented in gray. 
(B) P-galactosidase assays of translational LysC-LacZ fusions for the wild-type (WT) and 
mutants ON, OFF and G31C. Enzymatic activities were measured in absence and presence of 
10 ng/njl lysine. Values were normalized to the enzyme activity obtained for the WT in 
absence of lysine. 
(C) P-galactosidase assays of transcriptional lysC-lacZ fusions for the WT and mutants ON, 
OFF and G31C. Enzymatic activities were measured in absence and presence of 10 ng/ml 
lysine. Values were normalized to the activity obtained for the WT in absence of lysine. 
(D) Northern blot analysis of lysC mRNA level. Wild-type E. coli strain MG1655 was grown 
to mid-log phase in M63 minimal medium with 0.2% glucose at 37°C and total RNA was 
extracted at the indicated times immediately before (0-) and after (0+) addition of lysine (10 
Hg/ml). The probe was designed to detect the riboswitch region (positions 42 to 201) of the 
lysC mRNA (Figure S4A). The 16S rRNA was used as a loading control. 
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(E) Northern blot analysis of thiMD mRNA level. Bacterial growth culture and RNA 
extractions were performed as described in (D). TPP was added at a final concentration of 500 
Hg/ml. The probe was designed to detect the riboswitch region (positions 4 to 141) of the 
thiMD mRNA. The 16S rRNA was used as a loading control. 
(F) Determination of the lysC mRNA stability. Bacterial growth culture and RNA extractions 
were performed as described in (D), except without addition of lysine. Rifampicin was added 
at a final concentration of 250 fig/ml. The 16S rRNA was used as a loading control. 
(G) Determination of the thiMD mRNA stability. Bacterial growth culture and RNA 
extractions were performed as described in (E). Rifampicin was added at a final concentration 
of 250 ng/ml. The 16S rRNA was used as a loading control. 
Figure 2. RNase E and the RNA degradosome are involved in the rapid decrease of fysC 
mRNA. 
(A) Northern blot analysis of the lysC mRNA level in the context of the rne-131 strain. The E. 
coli strain rne-131 was grown to mid-log phase in M63 minimal medium with 0.2% glucose at 
37°C and total RNA was isolated at the indicated times immediately before (0-) and after (0+) 
addition of lysine (10 ^g/ml). The 16S rRNA was used as a loading control. 
(B) Quantification analysis of Northern blots shown in panel A and Figure ID. The average 
values of three independent experiments with standard deviations are shown. 
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(C) Northern blot analysis of the thiMD mRNA level in the context of the rne-131 strain. 
Bacterial growth culture and RNA extractions were performed as described in (A). Total RNA 
was isolated at the indicated times immediately before (0-) and after (0+) addition of TPP (500 
Hg/ml). The 16S rRNA was used as a loading control. 
(D) Quantification analysis of Northern blots shown in panel C and Figure IE. The average 
values of three independent experiments with standard deviations are shown. 
(E) Northern blot analysis of lysC mRNA in the context of the rne-3071 (RNase E(TS)) strain 
grown at 30°C (permissive temperature). The E. coli strain rne-3071 was grown to mid-log 
phase in M63 minimal medium with 0.2% glucose at 30°C and total RNA was isolated at the 
indicated times immediately before (0-) and after (0+) addition of lysine (10 jig/ml). The 16S 
rRNA was used as a loading control. 
(F) Northern blots analysis of lysC mRNA in the context of the rne-3071 strain grown at 30°C 
followed by a temperature shift at 44°C (restrictive temperature). Bacterial growth culture and 
RNA extractions were performed as described in (E). Total RNA was isolated at the indicated 
times immediately before (0-) and after (0+) addition of lysine (10 ng/ml). Cells were 
incubated at 30*C fiom 0 to 4 min and at 44*C from 4 to 24 min. The 16S rRNA was used as a 
loading control. Note that unprocessed SS rRNA intermediates are detected at 44°C, consistent 
with the inactivation of RNase E (Apirion and Lassar, 1978). 
(G) Quantification analysis of Northern blots shown in panel F and Figure S5B. The 
quantification represents the extent of recovery of lysC mRNA in the context of the rne-3071 
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strain when grown at 44°C. Such a recovery is not observed in wild-type (WT) cells. The 
average values of three independent experiments with standard deviations are shown. 
Figure 3. The RNase £ cleavage sites are located in the lysC riboswitch expression 
platform. 
(A) Predicted secondary structure of the lysC riboswitch in presence of lysine (OFF state). 
RNase E cleavage sites 1 (positions 249-250) and 2 (positions 257-258) determined in vitro 
are indicated by arrows. The RBS and AUG start codon are in gray boxes. 
(B) Predicted secondary structure of the anti-sequestering stem of the lysC riboswitch 
(positions 182 to 277). RNase E cleavage sites 1 and 2 are shown by arrows. 
(C) In vitro mapping of the RNA degradosome cleavage sites using 3'-end radiolabeled 
riboswitch expression platform (positions 212 to 309). Increasing amounts of purified RNA 
degradosomes (0, 0.5, 0.76, 1.0 and 1.5 ng/|il) were used in the cleavage buffer (lanes 4-8). 
RNase TA (lane 1), RNase T1 (lane 2) and alkaline hydrolysis (L; lane 3) were used to 
generate molecular markers for gel migration. 
(D) In vitro mapping of the RNA degradosome cleavage sites using wild-type (WT; lanes 5-8) 
or G31C (lanes 9-12) riboswitch mutant. Riboswitch molecules were incubated in absence and 
in presence of lysine (10 |ig/mL) and/or RNA degradosomes (1 ng/pl). Reaction products 
were analyzed by reverse transcription using the EM1444 oligonucleotide (Table S2). Lanes 
1 -4 represent the sequencing ladder. 
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(E) In vitro mapping of the RNA degradosome cleavage sites using the OFF state riboswitch 
mutant in absence (lane S) and presence (lane 6) of RNA degradosomes (1 ng/ji 1). Cleavage 
sites were detected using reverse transcription as indicated in (D). See Figure S2 for details 
about the OFF state riboswitch mutant. 
(F) In vitro mapping of the RNA degradosome cleavage sites using the ON state riboswitch 
mutant in absence (lane 5) and presence (lane 6) of RNA degradosomes (1 ng/n 1). Cleavage 
sites were detected using reverse transcription as indicated in (D). See Figure S2 for details 
about the ON state riboswitch mutant. 
(G) In vitro mapping of the RNA degradosome cleavage sites using the ASitel-2 (lanes 1-4) 
and the ASitel-2/OFF (lanes 9-10) states riboswitch mutants. Experiments were performed in 
absence and presence of lysine (10 Mg/ml) and/or RNA degradosomes (1 ng/jil). Cleavage 
sites were detected using reverse transcription as indicated in (D). The expected positions of 
cleaved products are indicated on the right of the gel by asterisks. See Figure S2 for details 
about the ASitel-2 riboswitch mutant. The ASitel-2/OFF construct contains mutations used to 
obtain the ASitel-2 and OFF riboswitch mutants. Note that the gels shown for ASitel-2 and 
ASitel-2/OFF cleavage reactions were taken from different experiments. 
Figure 4. The lysC riboswitch can be directed to either control translation initiation or 
mRNA decay. 
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(A) B-galactosidase assays using translational (trL) and transcriptional (trX) fusions of the 
lysC riboswitch for the wild-type (WT), ASitel, ASite2 and ASitel-2 constructs. B-
galactosidase enzymatic activities were measured in the absence and presence of 10 ng/ml 
lysine. Values obtained for translational and transcriptional fusions were normalized to 
enzymatic activities obtained for WT translational and transcriptional fusions, respectively, in 
absence of lysine. See Figure S2 for details about riboswitch mutant constructs. 
(B) B-galactosidase assays using translational and transcriptional fusions of the lysC 
riboswitch for the wild-type (WT), AAG and GACG constructs. Values obtained for 
translational and transcriptional fusions were normalized to enzymatic activities obtained for 
WT translational and transcriptional fusions, respectively, in absence of lysine. See Figure S2 
for details about riboswitch mutant constructs. 
Figure 5. Deletion of Sitel affects the lysine-dependent turnover of the lysC mRNA. 
(A) Northern blot analysis of the lysC mRNA expressed from a pBAD-ZysC plasmid in the 
context of a tdysC strain. The plasmid was transformed into a strain in which the endogenous 
lysC gene was deleted (EM1055AlysC:\cat\ see Supplemental Experimental Procedures). The 
resulting MPC70 strain was grown at 37°C to mid-log phase in M63 medium with 0.2% 
glycerol. Total RNA extractions were performed 15 min (lane 15-) before lysC mRNA 
induction with 0.1% arabinose (Ara) and before (lane 0-) and after (0+) addition of lysine (10 
fig/ml). The probe was designed to detect the riboswitch region (positions 42 to 201) of the 
lysC mRNA. The 16S rRNA was used as a loading control. 
93 
(B) Northern blot analysis of the lysC ASitel mRNA expressed from a pBAD-ZysC-ASite 1 
plasmid. Bacterial growth cultures and RNA extractions were performed as described in (A). 
The 16S rRNA was used as a loading control. 
(C) Quantification analysis of Northern blots shown in panel A and B. The average values of 
three independent experiments with standard deviations are shown. 
Figure 6. The thiC riboswitch also controls mRNA decay. 
(A) Predicted secondary structures of the thiC riboswitch in absence (ON state) and presence 
(OFF state) of TPP. The secondary structures are consistent with the TPP riboswitch 
controlling translation initiation by selectively sequestering the RBS and AUG start codons 
(gray boxes) in presence of TPP. Similar sequences (positions 129-134 and 136-141) to those 
cleaved by RNase E in the lysC riboswitch (Figures 3A and 3B) are found in the context of 
thiC, and are predicted to be modulated upon TPP binding. The transcriptional start site has 
been determined in this study (Figure S6A). 
(B) P-galactosidase assays using translational (trL) and transcriptional (trX) fusions of the 
wild-type thiC riboswitch. Both fusions are expressed from an arabinose inducible promoter 
(PBAD) that is fused to the thiC riboswitch domain encompassing positions +1 to +212 (10 
codons). Enzymatic activities were measured in the absence and presence of 500 ng/ml TPP. 
Data obtained from the transcriptional fusion suggest that the thiC riboswitch modulates its 
mRNA level as a function of ligand binding. Values obtained for translational and 
transcriptional fusions were normalized to enzymatic activities obtained in absence of TPP. 
The average values of three independent experiments with standard deviations are shown. 
(C) P-galactosidase assays of transcriptional thiC-lacZ fusions for mutants ON, OFF, G31C 
and ASitel. Enzymatic activities were obtained in absence and presence of 500 fig/ml TPP. 
Values were normalized to the enzymatic activity obtained for the WT (panel B) in absence of 
TPP. 
(D) Northern blot analysis of thiCEFSGH mRNA level. Wild-type E. coli strain MG1655 was 
grown in M63 minimal medium with 0.2% glucose at 37°C to mid-log phase. Total RNA 
extracted at the indicated times before (0-) and after (0+) addition of TPP (500 ng/ml). The 
probe was designed to target positions 565-762 of the ORF region. The 16S rRNA was used as 
a loading control. 
(E) Determination of the thiCEFSGH mRNA stability. Wild-type E. coli strain MG1655 was 
grown in M63 minimal medium with 0.2% glucose at 37°C to mid-log phase. Rifampicin was 
added at a final concentration of250 ng/ml. The 16S rRNA was used as a loading control. 
(F) Northern blot analysis of the thiCEFSGH mRNA level in the context of the rne-131 strain. 
The E. coli strain rne-131 was grown to mid-log phase in M63 0.2% glucose minimal medium 
at 37°C and total RNA was isolated at the indicated times before (0-) and after (Of) addition of 
TPP (500 ng/ml). The 16S rRNA was used as a loading control. 
(G) Quantification analysis of the Northern blots shown in panels D and F. The average values 
of three independent experiments with standard deviations are shown. 
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Figure 7. Regulation mechanisms of riboswitches controlling at the levels of translation 
initiation and mRNA decay. 
(A) Regulation mechanism of btuB and thiM riboswitches controlling translation initiation 
(non-nucleolytic repression). In absence of ligand, the riboswitch adopts the ON state in which 
translation initiation is allowed and gene expression ensued. However, ligand binding to the 
riboswitch leads to the adoption of the OFF state in which the RBS is sequestered, resulting in 
the inhibition of translation initiation, and ultimately to mRNA degradation. 
(B) Regulation mechanisms of lysC and thiC riboswitches controlling translation initiation and 
mRNA decay (nucleolytic repression). In absence of ligand, the riboswitch folds into the ON 
state that sequesters RNase E cleavage site (indicated by a star) and that allows translation 
initiation for gene expression. Upon ligand binding, the riboswitch adopts the OFF state that 
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Figure SI. Influence of lysine on the regulatory activity of the lysC riboswitch. 
(A) Schematic representation of constructs used in fi-galactosidase assays to monitor the 
expression of the lysC promoter region. Constructs ?lfyscf2fysc and P2contained regions 
encompassing positions -80 to +105 and -80 to -12, respectively, relatively to the P2 
transcription start site. While the fused reporter lacZ gene in Plfy3cP2fysc construct starts at 
105 
position +105 (13 nucleotides after the promoter PI), the lacZ gene starts at position +12 after 
the promoter P2 in the P2^c construct. The identification of both promoters is based on 
previous studies (Cassan et al., 1983; Liao and Hseu, 1998). 
(B) p-galactosidase assays of Pl^cP^^ and P2^c /acZ fusions. Enzymatic activities were 
measured in absence and presence of 10 ng/ml lysine Values were normalized to enzymatic 
activity obtained for the WT in absence of lysine. The average values of three independent 
experiments with standard deviations are shown. While the expression of the P2/>iJc promoter 
is not affected by the presence of lysine, the expression of the Plfy,cP2fysc promoter is 
decreased by ~22% with lysine suggesting that the PI promoter is modulated to some degree 
by lysine. This extent of promoter regulation is significantly less than what was observed 
using the riboswitch domain (~70% decrease, Figure IB). 
(C) Schematic of the wild-type lysC mRNA (top) compared with translational (middle) and 
transcriptional (bottom) fusions. Both fusions are expressed from an arabinose inducible 
promoter (PBAD) that is fused to the lysC riboswitch domain encompassing positions +1 to 
+363, relatively to the PI transcription start site (Cassan et al., 1983), and therefore contain 57 
nucleotides (19 codons) of the lysC ORF. In the case of the transcriptional fusion, because 
translation initiation of lacZ is performed from its own RBS which is not modulated by the 
riboswitch upon lysine binding, the expression of lacZ is thus strictly dependent on the level of 
lysC mRNA. 
(D) Construct of the transcriptional lysC-L&cZ fusion containing only the AUG start codon of 
lysC ORF. 
(E) P-galactosidase assays of transcriptional lysC-lacZ fusions containing 19 codons or only 
the AUG start codon of lysC ORF. Enzymatic activities were measured in absence and 
presence of 10 iig/ml lysine. Values were normalized to the activity obtained for the WT in 
absence of lysine. 
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Figure S2. Secondary structure of the wild-type lysine riboswitch and mutants used in 
this study. 
The secondary structure of the lysC riboswitch is shown in the predicted ligand-bound 
conformation (OFF state). Based on the riboswitch regulation model (Figure 1A), ligand 
binding to the riboswitch induces the formation of the PI stem, which is important for the 
adoption of the OFF state (Blouin et al., 2010). Mutations introduced in the PI stem to favor 
the ON or OFF state are shown. The G31C mutation previously shown to inhibit ligand 
binding is shown in a box at position 31 (Blouin et al., 2010; Sudarsan et al., 2003; Void et al., 
1975). The ribosome binding site (RBS; positions 298-301) and the AUG start codon 
(positions 307-309) are indicated. Deleted sequences to generate mutants ASitel, ASite2 and 
A279-283 are shown. The ASitel-2 mutant was generated by incoiporating both ASitel and 
ASite2 mutations. The numbering and nomenclature of the lysC riboswitch are based from 
previous studies (Sudarsan et al., 2003). 
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(6 codons) ( 100 codons) 939 nt 
Translational construct (6 codons) 




Transcriptional construct (100 codons) 
• - TPP l+ TPP 
6 codons 100 codons 
Figure S3. The E. coli thiM riboswitch controb gene expression strictly at fbg 
translational level. 
(A) Schematic description of translational and transcriptional {J-galactosidase constructs used 
to monitor thiM expression. These constructs are expressed from an arabinose-inducible 
promoter that is fused to the thiM riboswitch domain encompassing various lengths of thiM 
ORF (6 or 100 codons). In the case of the transcriptional fusion, the expression of lacZ strictly 
depends on the level of thiM mRNA. 
(B) p-galactosidase assays of translational (trL: ThiM-LacZ) and transcriptional (trX: thiM-
lacZ) fusions. Cells were grown in M63 medium with 0.2% glycerol to mid-log phase and 
induced with arabinose (0.1% final). Enzymatic activities were measured in absence and 
presence of 500 ng/ml TPP. Values were normalized to enzymatic activity obtained in absence 
of TPP. The average values of three independent experiments with standard deviations are 
shown. 
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301 307 1653 
42-201 656-896 
2 3 4 5 min 
lysC 
- 16S rRNA 
Figure S4. Northern blot analysis of the lysC mRNA. 
(A) Localization of RNA probes used for Northern blots. The lysine riboswitch (positions 1-
301) and the lysC ORF (positions 307-1653) are delimited by dotted lines. RNA probes 
designed to target the riboswitch (positions 42-201) and ORF domains (positions 656-896) are 
indicated by black horizontal lines. 
(B) Northern blot analysis of the lysC mRNA using a probe targeting the ORF domain. The 
probe was designed to detect the ORF region (positions 656-896) of the lysC mRNA. The 16S 






Figure S5. Northern blot analysis of the fysC mRNA at 30°C and 44°C. 
(A) Northern blot analysis of the lysC mRNA in the context of wild-type (WT) E. coli strain 
grown at 30°C. The strain was grown to mid-log phase in M63 glucose minimal medium with 
0.2% glucose at 30°C. Total RNA was isolated at the indicated times before (0-) and after (0+) 
addition of lysine (10 ng/ml). The 16S rRNA was used as a loading control. 
(B) Northern blots analysis of the lysC mRNA in the context of the wild-type (WT) E. coli 
strain grown at 30°C followed by a temperature shift at 44*C. Bacterial growth culture and 
RNA extractions were performed as described in (A). Cells were incubated at 30"C from 0 to 
4 min and at 44*C from 4 to 24 min. The 16S rRNA was used as a loading control. The 
absence of S S rRNA intermediates suggests that RNase E is still active in these conditions at 
44°C (Apirion and Lassar, 1978), which is in contrast to what was obtained in the rne-3071 
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Figure S6. Determination of the thiC transcription start site and mutants of the thiC 
riboswitch used in this study. 
112 
(A) Total RNA extracted was used in primer extension reaction (PE lane) using the 
oligonucleotide ADS. PCR reactions were used as sequencing markers (C, T, A and G lanes). 
Arrows represent the determined +1 start site of the thiC mRNA. 
(B) The secondary structure of the thiC riboswitch is shown in the predicted ligand-bound 
conformation (OFF state). Mutations introduced in the PI stem to favor the ON or OFF state 
are shown. The G31C mutation previously found to inhibit ligand binding is identified by a 
box (Kulshina et al., 2010; Ontiveros-Palacios et al., 2008). The deleted sequence to generate 
the ASitel mutant is also shown in the boxed area. 
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Figure S7. Investigation of various cis- and frans-acting factors potentially involved in 
lysC mechanism. 
(A) Northern blot analysis of the lysC mRNA in hfq mutant strain (Wachi et al., 1999) grown 
at 37°C to mid-log phase in M63 0.2% glucose minimal media. Total RNA was isolated at the 
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indicated times before (0-) and after (0+) addition of lysine (10 |ig/ml). The 16S rRNA was 
used as a loading control. 
(B) Northern blot analysis of the lysC mRNA grown in M63 minimal medium with 0.2% 
glucose at 37°C to mid-log phase as a function of kasugamycin (500 yg/ml). Total RNA was 
isolated at the indicated times before (0-) and after (0-) addition of kasugamycin (Ksg), which 
specifically blocks ribosomes at the RfiS (Schuwirth et al., 2006). These results are consistent 
with the idea that ribosome stalling at die RBS of the lysC mRNA prevents RNase E cleavages 
in the riboswitch domain, resulting the in accumulation of the lysC mRNA at 1-3 min. The hns 
mRNA was used as a negative control. The 16S rRNA was used as a loading control. 
(C) P-galactosidase assays of transcriptional fysC-lacZ fusions for the mutant A279-283 (see 
Figure S2 for construct). Enzymatic activities were measured in absence and presence of 10 
Hg/ml lysine. Values were normalized to the enzymatic activity obtained for the WT in 
absence of lysine. The average values of three independent experiments with standard 
deviations are shown. 
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Table SI. Summary of strains or plasmids used in this study. 
Strains Relevant marker References 
EM1055 MG16SS A/acZX174 
EM1277 EM1055 rne-3071ÇTs) zce-726::TnlO 
EM1377 EM1055 rnel31 zce-726:.lnl0 
EM1047 DH5( + pACYC184 
PM120S Iacl2::PaAD-cat-sacB-lacZ, mini L tet* 
EM1237 DY330 [W3110 delta-lacU169 gal490 lambda-cI857 
de\t&-(cro-bioA)] 
HFS10 supE44 hsdR thi-1 thr-1 leuB6 lacYl tonA21 
recD1009 Ahfq::cat 
EM1264 EM1055 Ahfq::cat 
MPC58 EM1237 OdysCv.cat 
MPC59 EM1055 hlysC:\cat 
MPC66 EM1055 A/ysC: : cat pBAD /yjC-ASitel 
MPC70 EM1055AfyiC::ca/ pBAD fysC-WT 
MPC7 PM1205 /ac/2::PBAD-LysC-UcZ 
MPC16 PM1205 lacI2::?BAD-lysC-lacZ 
MPC19 PM1205 /ac/2: :PBA0-LysC-mutON-UcZ 
MPC20 PM1205 lacH : :PB AD-LysC-mutOFF-LacZ 
MPC24 PM1205 lacR::?BMrfysCMcrlacZ . 
MPC25 PM1205 lac/2::PBMr!ysC-mutON-lacZ 
MPC26 PM1205 lacn::PBMrlysC-mutOFF-!acZ 
MPC29 PM1205/«cfl::P2^cPIlylc-/«cZ 
(Masse and Gottesman, 2002) 
(Masse et al., 2003) 
(Masse et al., 2003) 
Laboratory collection 
(Mandin and Gottesman, 2009) 
(Yu et al., 2000) 
(Wachi et al., 1999) 
This study EM1055+P1 HFS10 
This study 













MPC30 PM120S lacIl-.:¥2WrlacZ This study 
MPC40 PM1205 lacH : :PBAD-LysC-G31 C-LacZ This study 
MPC41 PM1205 lacl2 : :PB/wlysC-ASitel -2-lacZ This study 
MPC42 PM1205 /aci2::PBAirLysC-ASitel-2-LacZ This study 
MPC43 PM1205 lacH::PBMrlysC-G31 C-lacZ This study 
MPC44 PM1205 lacI2::?a/JylysC-mutAAG-lacZ This study 
MPC45 PM1205 lacH::PBAD-lysC-mutGACG-lacZ This study 
MPC46 PM1205 /flc/2::PBAirLysC-mutAAG-LacZ This study 
MPC47 PM1205 lacH : :PBAD-LysC-mutGACG-LacZ This study 
MPC50 PM1205 lacH•.:?BAD-lysC-bSitel-lacZ This study 
MPC51 PM1205 /ac^2::PBAD-LysC-ASite2-LacZ This study 
MPC52 PM1205 lacfLv.PBJin-lysC-ASite2-lacZ This study 
MPC53 PM1205 lactl : :PBAD-LysC-ASite 1 -LacZ This study 
TPP3 PM1205 latflvSvnrthiM-lacZ This study 
TPP4 PM1205 /ac72::PBAD-ThiM-LacZ This study 
TPP5 PM1205 IctcFZii&jiMjrthiMjQgrlQcZ This study 
AD7 PM1205 lacfl::PBMrthiC-lacZ This study 
AD8 PM1205 /aci2::PBAD-ThiC-LacZ This study 
AD9 PM1205 lacR ::PBAlrthiC-ON-lacZ This study 
ADIO PM1205 lacH ::PBMrthiC-OFF-lacZ This study 
ADll PM1205 lacR::?BAa-thiC-G31C-lacZ This study 
AD26 PM1205 lacl2: :PBAD-f/iiC-ASite 1 -lacZ This study 
Plasmids Relevant marker References 
pNM12 pBAD24 derivative (Majdalani etal., 1998) 
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pBAD pBAD24 + /ysC-®Sitel This study 
fysC-ASitel (arabinose inducible promoter) 
pBAD lysC-WT pBAD24 + lysC (arabinose inducible promoter) This study 
Table S2. Summary of oligonucleotides used in this study. 
Oligonucleotides Sequence 5-3* 
EM 168 TCACACTTTGCTATGCCATAGC 
EM169 CTGCAGGTCGACTCTAGAGG 
EM192 TAATACGACTCACTATAGGGAGATGCCTGGCAGTTCCCTACTC 










EM704 TGTAATACGACTCACT AT AGCTGCCATAACGTGAAGAAGC 





























































































































AD 3 5 GGTAATACGACTCACTATAGCG TAATTTGAACACGGAGTGCCTTAACTGG 





Table S3. Summary of lacZ fusions used in this study. 
Strata» Relevant marker Oligonacleotide» 
MPC7 PM1205 /aci2::PBAD-LysC-LacZ 
MPC16 PM1205 lacI2::?BAI>-fysC-lacZ 
MPC19 PM1205 lacT2 : :PBAD-LysC-mutON-LacZ 
MPC20 PM1205 lacTl : :PBAD-LysC-mutOFF-LacZ 
MPC24 PM1205 lacIl^%kD-lysCAU(rlacZ 
MPC25 PM1205 lacTl : :fBAD-!ysC-mutON-lacZ 
MPC26 PM1205 lacD. : :?BKD-lysC-mutOFF-lacZ 
MPC29 PM1205 /ac^::PjlylCP„y<r/acZ 
MPC30 PM1205 /ac/2::P21ytC-/acZ 
MPC40 PM1205 /ac/2: :PBAD-LysC-G31 C-LacZ 
MPC41 PM1205 lacI2::PBAD-lysC-&Sitel-2-lacZ 
MPC42 PM1205 /ac/2::PBAD-LysC-ASite 1 -2-LacZ 
MPC43 PM1205 lac]2::PBAD-lysC-G31C-lacZ 
EM845-EM908 (genomic DNA) 
PCRl : EM908-EM844 (genomic DNA) 
PCR2: EM991-EM1069 (PCRl) 
PCR3: EM993-EM994 (PCRl) 
PCR4: EM991-EM994 (PCR2-3) 
EM845-EM1099 (genomic DNA) 
EM84S-EM1098 (genomic DNA) 
PCRl: EM1908-EM1094 (genomic DNA) 
PCR2: EM991-EM1102 (PCRl) 
PCR3: EM993-EM994 (PCRl) 
PCR4: EM991-EM994 (PCR2-3) 
PCRl: EM1099-EM844 (genomic DNA) 
PCR2: EM991-EM1069 (PCRl) 
PCR3: EM993-EM994 (PCRl) 
PCR4: EM991-EM994 (PCR2-3) 
PCRl: EM1098-EM844 (genomic DNA) 
PCR2: EM991-EM1069 (PCRl) 
PCR3: EM993-EM994 (PCRl) 
PCR4: EM991-EM994 (PCR2-3) 
PCRl : EM846-EM1166 (genomic DNA) 
PCR2: EM1067-EM1167 (PCRl) 
PCR3: EM993-EM994 (PCRl) 
PCR4: EM1067-EM994 (PCR2-3) 
PCRl: EM846-EM1168 (genomic DNA) 
PCR2: EM1067-EM1169 (PCRl) 
PCR3: EM993-EM994 (PCRl) 
PCR4: EM1067-EM994 PCR2-3) 
PCRl: EM991-EM1338 (From MPC7) 
PCR2: EM994-EM1337 (From MPC7) 
PCR3: EM991-EM994 (PCR1-2) 
PCRl: EM991-EM1468 (From MPC16) 
PCR2: EM994-EM1467 (From MPC16) 
PCR3: EM991-EM994 (PCR1-2) 
PCRl: EM991-EM1468 (From MPC7) 
PCR2: EM994-EM1467 (From MPC7) 
PCR3: EM991-EM994 (PCR1-2) 
PCRl: EM991-EM1338 (From MPC16) 
PCR2: EM994-EM1337 (From MPC16) 






PCR1: EM991-EM1493 (From MPC16) 
PCR2: EM994-EM1492 (From MPC16) 
PCR3: EM991-EM994 (PCR1-2) 
PCR1: EM991-EM1495 (From MPC16) 
PCR2: EM994-EM1494 (From MPC16) 
PCR3: EM991-EM994 (PCR1-2) 
PCR1: EM991-EM1493 (From MPC7) 
PCR2: EM994-EM1492 (From MPC7) 
PCR3: EM991-EM994 (PCR1-2) 
PCR1: EM991-EM1495 (From MPC7) 
PM1205 lacTl : :PBAD-LysC-mutG ACG-LacZ PCR2: EM994-EM1494 (From MPC7) 
PCR3: EM991-EM994 (PCR1-2) 
PM1205 lacIZ.iP BAD~lysC-m utAA G-lacZ 
PM1205 lacTl'.îP^fjylysC-niutGACG-laeZ 
PM120S lacI2 : :PBAD-LysC-mutAAG-LacZ 
MPC50 PM1205 lacI2::PBAirlysC-àSitel-lacZ 
PCR1 :EM991-EM1684 (From MPC16) 
PCR2:EM994-EM1683 (From MPC 16) 
PCR3:EM991-EM994 (PCR1-2) 
MPC51 PM120S /ac/2::PBAD-LysC-ASite2-LacZ 
PCR1 :EM991-EM1684 (From MPC7) 
PCR2:EM994-EM1683 (From MPC7) 
PCR3:EM991-EM994 (PCR1-2) 
MPC52 PM1205 IacI2 : :?3AD-lysC-àSile2-lacZ 
PCR1:EM991-EM1686 (From MPC16) 
PCR2:EM994-EM1685 (From MPC 16) 
PCR3:EM991-EM994 (PCR1-2) 
MPC53 PM1205 lacI2 : :PBAD-LysC-ASite 1 -LacZ 
TPP3 PM1205 lacI2::PBAD-thiM-lacZ 
TPP4 PM1205 /ac/2::PBAD-ThiM-LacZ 
TPP5 PM1205 lacI2::?BAD-thiM}orlacZ 
AD7 PM1205 lacI2::PBM>-thiC-lacZ 
AD8 PM1205 /ocfl::PBAD-ThiC-UcZ 
AD9 PM1205 lacTl ::?BAD-thiC-mutON-lacZ 
ADIO PM1205 lacI2::PBAD-thiC-mutOFF-lacZ 
PCR1:EM991-EM1686 (From MPC7) 
PCR2:EM994-EM1685 (From MPC7) 
PCR3 :EM991-EM994 (PCR1-2) 
PCR1: EMI786-EMI687 (genomic DNA) 
PCR2:EM991 -EM 1701 (PCR1) 
PCR3 :EM993-EM994 (PCR1) 
PCR4:E991-EM994 (PCR2-3) 
EM1688-EM1786 (genomic DNA) 
PCR1: EM1786-LB1 (genomic DNA) 
PCR2:EM991-EMl701 (PCR1) 
PCR3 :EM993-EM994 (PCR1) 
PCR4:E991-EM994 (PCR2-3) 
PCR1: AD12-AD13 (genomic DNA) 
PCR2: AD12-AD14 (PCR1) 
PCR1: AD12-AD18 (genomic DNA) 
PCR1: AD35-AD13 (genomic DNA) 
PCR2: AD35-AD14 (PCR1) 
PCR1: AD36-AD13 (genomic DNA) 
PCR2: AD36-AD14 (PCR1) 
AD11 PM1205 lacl2::PBAo-thiC-mulG3 lC-lacZ 
AD26 PM1205 lacI2::PBAD-thiC-iiSitel -lacZ 
PCRl: AD34-AD13 (genomic DNA) 
PCR2: AD34-AD14 (PCRl) 
PCRl: AD12-AD70 (genomic DNA) 
PCR2: AD71-AD13 (genomic DNA) 
PCR3: AD12-AD14 (PCRl-2) 
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Table S4. PCR constructs used for in vitro RNA synthesis. 
Constructions Oligonucleotides 
lysC- expression platform EM1023-EM1024 
lysC-ON mutant structure EM1065-EM1101 
lysC-OFF mutant structure EM1065-EM1372 
IysC-WT structure EM1065-EM1552 
PCR1: EM1065-EM1467 
fysC-ASitel-2 PCR2: EM1552-EM1468 
PCR3: EM1065-EM1552 
PCR1: EM1065-EM1372 





fyjC-G31C PCR2: EM1552-EM1338 
PCR3: EM1065-EM1552 
lysC riboswitch RNA probe EM649-EM656 
lysC ORF RNA probe EM1787-EM1788 
thiM riboswitch RNA probe EM703-EM704 
thiC riboswitch RNA probe AD 1-AD 2 
hns ORF probe EM411-EM412 
16SrRNA probe EM293-EM294 
5S rRNA probe EM192-EM193 
Supplemental Experimental Procedures 
Strains and plasmids 
Strains used in all experiments were derivatives of E. coli MG16SS (see Table SI). The E. coli 
strain DHSa was used for routine cloning procedures. The deletion/insertion mutations in lysC 
were performed by a method described previously (Yu et al., 2000). Chloramphenicol 
resistance cassette was amplified from strain EM1047 by PCR with sequences homologous of 
lysC (EM1742-EM1743). The resulting PCR product was electroporated into EM1237 after 
induction of "kred system (Yu et al., 2000) and selecting for chloramphenicol resistance (30 
Hg/ml). The recombinant product was verified by PCR Then, the resulting plasmid pBAD-
lysC (EM1339-EM1729) (MPC70) and pBAD-fysC-ASitel (MPC66) (PCR1: EM1729-
EM1684, PCR2: EM1683-EM1339; PCR1 and PCR2 serve as DNA template for PCR3 which 
was amplified using primers EM1729-EM1339) were digested with EcoRl and MSC1, cloned 
in PNM12 (pBAD24 derivative) and selected by ampicillin at SO (ig/ml. Strains constnicted by 
phage P1 transduction were selected with appropriate antibiotic-resistant markers. 
The lysC translational and transcriptional lacZ fusions, containing the riboswitch 
domain with the first 57 nucleotides of lysC ORF, were constructed with the PM1205 strain 
(Mandin and Gottesman, 2009). Briefly, cells were heat-shocked to activate the ïred 
recombination system as described previously (Mandin and Gottesman, 2009). Then, cells 
were electroporated with a PCR product, which produced a chromosomal insertion by 
homologous recombination. The PCR product for the lysC-lacZ translational fusion (MPC7) 
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was prepared with oligonucleotides EM84S and EM908 from the genomic DNA. The lysC-
lacZ transcriptional fusion (MPC 16) harboring a translation stop in the lysC ORF was 
constructed with a four-step PCR amplification. The PCR1 (EM908-EM844) was performed 
from genomic DNA to serve as a template for the PCR2 (EM991-EM992) and PCR3 (EM993-
EM994). Then the PCR4 was prepared with the products of PCR2 and PCR3 with the 
oligonucleotides EM991 and EM994 (see Table S3). The transcriptional lacZ fusions of the 
ON and OFF mutants of the lysC riboswitch were also prepared by four-step PCR 
amplifications (see Table S3). The lysC promoter fusions to lacZ PuyscPîiyic-lacZ (MPC29) 
and Pîiyic-focZ (MPC30) were constructed with a three-step PCR amplification. Briefly, PCR1 
and PCR2 were performed from the genomic DNA and the PCR3 was performed with the 
products of PCR1 and PCR2 (see Table S3). To construct other mutants, all PCR were 
performed with three-step PCR amplifications from the wild type lysC-lacZ frisions. Then, the 
PCR1 and PCR2 served as DNA template for the PCR3. The thiM and thiC lacZ fusions were 
constructed as described for the lysC fusion (see Table S3). All obtained lacZ fusions were 
sequenced to ensure the integrity of the constructs. 
Beta-galactosidase assays 
Kinetic assays for P-galactosidase experiments were performed using a SpectraMax 250 
microtitre plate reader (Molecular Devices) as described previously (Prévost et al., 2007). 
Briefly, an overnight bacterial culture grown in M63 0.2% glycerol minimal medium was 
diluted 50x into 50 ml of fresh medium. The culture was incubated at 37°C until an OD600 of 
0.1 and then arabinose (0.1% final) was added to induce expression of the lacZ constructs. 
Lysine (10 ng/ml final) was added when indicated. For the /ysC-promoter fusions, cells were 
grown in M63 0.2% glucose minimal medium at 37°C until an OD«oo of 0.1 and the lysine (10 
Hg/ml) was added when indicated. For all experiments, specific p-galactosidase activities were 
calculated as previously described (Prévost et al., 2011). Each specific p-galactosidase activity 
has been relativized to the specific activity of the WT construct obtained in absence of lysine. 
Reported results represent data of at least three experimental trials. 
In vitro dégradation assays 
Reactions were performed with 5 nM of unlabeled or [3'-32P] labeled RNA corresponding to 
the complete riboswitch sequence or to the riboswitch expression platform, respectively (see 
Table S4 for oligonucleotides used to generate DNA templates). RNA molecules were mixed 
with tRNA (6.6 ng/pl), denatured at 70°C and slowly cooled to 30°C before the addition of the 
degradation buffer (13 mM Tris-HCl, 0.33 mM DTT, 73 mM NH4CI, 3.33 mM MgOAc, 0.1 
mM EDTA, 0.7% glycerol). Purified RNase E-FLAG degradosomes (Prévost et al., 2011) or 
degradation buffer (5 mM Tris-HCl, 50% glycerol, 75 mM NaCl) was added to the mixture, 
which was incubated at 37°C for 30 min. Reactions using [3'-32P] labeled RNA corresponding 
to the riboswitch expression platform were stopped with an equal volume of phenol. Reactions 
employing unlabeled transcripts corresponding to the complete riboswitch sequence were 
extracted using phenol-chlorofom-isoamyl, precipitated and annealed with 0.4 pmol of 5'-end 
radiolabeled oligonucleotide (EM1444). The mixture was then heated at 90°C for 1 min and 
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chilled on ice. Reverse transcription was performed using SO U of SuperScript II (Invitrogen) 
according to the manufacturer's protocol. The reaction was stopped by adding the stop buffer 
(41 mM Tris-HCl pH 8.0,0.083% SDS, 8 mM EDTA) and the cDNA was extracted once with 
phenol-chloroform pH 8.0. The aqueous phase was treated with 125 mM KOH and heated at 
90°C for 5 min for RNA degradation, and precipitated with ethanol. Reaction products were 
separated on 8% polyacrylamide 8 M urea gel. The gel was scanned with a Typhoon Trio (GE 
healthcare) and analyzed by ImageQuant software (Molecular Dynamics). The sequencing 
ladder was performed with DNA T7 template used for in vitro RNA synthesis and S'-end 
radiolabeled oligonucleotide EM1444. The generation of RNA ladder was described 
previously (Prévost et al., 2011). 
3' rapid amplification of cDNA ends (RACE) 
Total RNA was extracted with the hot phenol method (Aiba et al., 1981) and 20 fig of RNA 
was treated with 8 U of Turbo DNase (Ambion) for 30 min at 37°C. RNA was extracted by 
phenol-chloroform-isoamyl and precipitated with ethanol. Then, the RNA was polyadenylated 
with 4 U of Poly-(A) Polymerase following the manufacturer's protocol (Ambion). The RNA 
was extracted again with phenol-chloroform-isoamyl and precipitated with ethanol. A reverse 
transcription was performed with SuperScript II (Invitrogen) and the poly-dT oligonucleotide 
EM1363. The resulting cDNA was used as template in a PCR reaction using oligonucleotides 
EM656-EM1364. The PCR product was cloned using the Zero Blunt TOPO kit (Invitrogen) 
and sequenced. At least three independent experiments were carried out. 
130 
In vitro RNA synthesis 
RNA was transcribed in vitro with purified T7 RNA polymerase from PCR product (see Table 
S4 for oligonucleotides used to generate DNA templates). The reaction was performed in 
transcription buffer (40 mM Tris-HCl pH 8.0, 0.01% triton, 20 mM MgCh, 2 mM 
spermidine), 2.5 mM NTPs (ATP, CTP, GTP and UTP), 1 mM DTT, 10 pmol DNA template 
and 10 fig of T7 polymerase. The mixture was incubated for 3h at 37°C. The synthesized RNA 
was extracted by phenol-chlorom-isoamyl alcohol, precipitated with ethanol and purified 
using a 4% polyacrylamide 8M urea gel. 
Radiolabeled probes used for Northern blot analysis were transcribed using a 
transcription, buffer (400 mM Hepes-KOH pH 7.5, 120 mM MgCU, 200 mM DTT, 10 mM 
spermidine), 400 nM NTPs (ATP, CTP and GTP), 10 nMUTP, 3 jil of a-32P-UTP (3000 
Ci/mmol), 20 U RNase OUT (Invitrogen) and 1 fig of DNA template. After 4h of incubation 
at 37°C, 2 U of Turbo DNase (Ambion) was added for 15 min. The labeled RNA was 
extracted by phenol-chloroform-isoamyl and purified with a G-50 Sephadex column to 
remove free nucleotides. See Table S3 for oligonucleotides used to generate DNA templates. 
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CHAPITRE 3 
3.1 Matériels et méthodes supplémentaires 
3.1.1 Échelle de poids moléculaire ARN 
Pour déterminer la longueur des fragments d'ARN observés par buvardage de type Northern, 
j'ai fait une échelle de poids moléculaire pouvant être reconnue par la sonde ARN ciblant le 
riborégulateur lysine (voir l'article pour plus de détails). Les PCR ont été faits avec l'amorce, 
sens MPC1 et l'amorce antisens MPC2 (160 pb), MPC3 (250 pb), MPC4 (500 pb), MPC5 
(800 pb) ou MPC6 (1000 pb) sur de l'ADN génomique et purifiés sur gel d'acrylamide 5%. 
Les bandes ont été découpées, puis éluées dans 0,5 M d'acétate d'ammonium, 10 mM de Tris-
HC1 pH 8.0, 1 mM EDTA, 0,1% SDS et 10 (ig/ml d'ARNt de levures pendant 16h à 
température pièce. L'ARN a été transcrit par l'ARN polymérase T7 (purifiée dans le 
laboratoire) à partir des PCR purifiés (1 (Xg) décrit précédemment. La réaction de transcription 
a été faite dans le tampon de transcription T7 (400 mM Hepes-KOH pH 7.5,120 mM MgCU, 
200 mM DTT, 10 mM spermidine) avec 400 fiM rNTPs (A, C, G et U), 20 unités de RNase 
OUT (Invitrogen) et a été incubée à 37°C pendant 4h. Ensuite, 2 unités de Turbo DNAse 
(Ambion) ont été ajoutées. Après 15 minutes à 37°C, l'ARN a été extrait avec un volume de 
phénol-chlorofoime-alcool isoamyle et purifié sur une colonne de Séphadex G-50. Puis, 1 fil 
de chacun des ARN purifiés a été prélevé et chargé sur gel d'acrylamide comme décrit dans 
l'article (voir section : «total RNA extraction and Northern blot analysis»). 
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Tableau 2. Souches et amorces supplémentaires 
Souches Description Références 
JF296 JW5851-1 (11950), pnp-776::kan, CGSC, Yale (Baba et al., 2006) 
EM1375 EM1055, me A10, zce-726::J«10 (Massé et al., 2003) 







, 3.2 Résultats supplémentaires 
3.2.1 Concentration minimale de lysine requise pour affecter l'ARNm lysC pleine 
longueur 
Premièrement, j'ai voulu déterminer quelle est la concentration minimale de lysine à ajouter 
dans le milieu pour affecter l'ARNm lysC. J'ai fait des extractions d'ARN totaux avant (-) et 5 
minutes après (+) l'ajout de lysine dans le milieu (Figure 11). J'ai choisi des concentrations 
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variant de 500 à 0,01 H-g/ml de lysine étant donné que lors d'étude in vitro avec le 
riborégulateur lysine de Bacillus subtilis, les concentrations de lysine utilisées étaient de 0,44 
à 440 Hg/ml (Sudarsan et al., 2003b). Ainsi, il est possible de voir par Northern, une 
diminution importante de la bande de l'ARNm lysC pleine longueur lors de l'ajout de 
10 ng/ml et plus de lysine dans le milieu (Figure 11). Cependant, bien que l'ajout de 1 fig/ml 
de lysine affecte également l'ARNm lysC, la diminution de la bande est moins importante 
qu'en présence de dix fois plus de lysine. Donc, pour m'assurer d'avoir un effet maximal de la 
lysine sur l'ARNm lysC sans toutefois en mettre une quantité excessive, j'ai choisi d'utiliser 
10 ng/ml de lysine pour la suite des expériences. 
500 200 100 50 10 1 0.1 0.01 iMSAnQ 
16SIRNA 
Figure 11. Concentration minimale requise pour affecter l'ARNm lysC pleine 
longueur. Buvardage de type Northern des ARN totaux extraits à partir de la 
souche de type sauvage (EM1055) avant (-) ou S minutes après (+) l'ajout de 
lysine (500,200,100,50,10,1,0,1 ou 0,01 n.g/ml) dans le milieu. Les bactéries 
ont poussé jusqu'à une D.0.6oonm de 0,5 dans le milieu minimum M63 glucose 
0,2%. La membrane a été hybridée avec une sonde reconnaissant le 
riborégulateur lysine et une sonde ciblant l'ARN ribosomal 16S comme 
contrôle de chargement. 
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3.2.2 Caractérisation des bandes de faible poids moléculaire 
Pour l'article, j'ai principalement étudié l'effet de la lysine sur l'ARNm pleine longueur lysC 
selon différentes conditions ou mutations du riborégulateur. Toutefois, durant ma maîtrise, je 
me suis également intéressée aux bandes de faible poids moléculaire observées par Northern. 
Dans un premier temps, j'ai voulu déterminer leur taille respective. Pour ce faire, j'ai construit 
un marqueur de poids moléculaire complémentaire à la sonde ARN reconnaissant le 
riborégulateur lysine (voir section 3.1.2 pour plus de détails). Ainsi, j'ai estimé que la taille 
des fragments d'ARN observés par Northern est d'environ 230 et 350 nucléotides (Figure 12). 
Par la même occasion, j'ai observé que la bande de l'ARNm lysC pleine longueur est d'un peu 
plus de 1600 nucléotides et migre environ à la même hauteur que l'ARN ribosomal 16S (1540 
pb). Cela concorde avec ce qui est déjà connu, soit que le gène est de 1350 pb et le 5-UTR de 
306 pb (Cassan et al., 1983). Étant donné la concentration plus élevée de certains fragments 
d'ARN du marqueur de poids moléculaire, j'ai mis deux expositions différentes de la 
membrane afin de bien distinguer chacune des bandes (Figure 12). 
Selon des résultats préliminaires, il semble que les fragments de 230 et 350 nucléotides 
proviennent du même promoteur. En effet, il est possible de détecter ces deux fragments par 
Northern et ce, même si le gène lysC est exprimé à partir du plasmide pBAD-24 et sous le 
contrôle unique d'un promoteur inductible à l'arabinose (Figure 13). Toutefois, il semble que 
le site de clivage 1 soit important pour la génération de ces fragments d'ARN. En effet, 
lorsque le site de clivage 1 est muté les fragments d'ARN de 230 et 350 nucléotides ne sont 
pas observés alors que de nombreux autres fragments d'ARN de poids moléculaire plus élevé 
sont présents (Figure 13). Ces résultats suggèrent donc que les fragments d'ARN de 230 et 
350 nucléotides auraient des extrémités 3' différentes l'une de l'autre. 
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Figure 12. Détermination de la taille des fragments d'ARN de faible poids 
moléculaire. Buvardage de type Northern des ARN totaux extraits à partir de la 
souche de type sauvage (EM1055). Les bactéries ont poussé jusqu'à une 
D.O.600 de 0,5 dans le milieu minimum M63 glucose 0,2%. La lysine (10 
fig/ml) a été ajoutée au temps indiqué. Le marqueur de poids moléculaire est 
composé de fragments d'ARN de 1000, 800, 500 et 250 pb qui sont 
complémentaires à la sonde ciblant le riborégulateur lysine. La membrane a été 
exposée 16h (Ll) ou 4h (L2). La membrane a été hybridée avec une sonde 
ciblant le riborégulateur lysine et une sonde reconnaissant l'ARN ribosomal 
16S comme contrôle de chargement. 
Ainsi, j'ai voulu caractériser l'extrémité 3' des fragments d'ARN de 230 et 350 nucléotides 
observés par Northern. Pour déterminer précisément à quel nucléotide se terminent les 
fragments, nous avons décidé d'utiliser la technique du 3'-RACE. Après plusieurs essais 
infructueux avec le protocole qui consiste à liguer en 3' un adaptateur ARN, puis à faire une 
transcription inverse avec une amorce reconnaissant cet adaptateur, nous avons opté pour la 
technique de polyadénylation. Cette technique consiste à ajouter une suite de résidus adénine à 
l'extrémité 3' des fragments d'ARN. Ainsi, grâce à cette méthode décrite plus en détail section 
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3.1.1, j'ai obtenu des fragments d'ARN du riborégulateur lysine de tailles différentes (Figure 
14). Parmi ces fragments, il est possible de voir que trois d'entre eux se terminent directement 
au site de clivage 1 de la RNase E. De plus, il est important de mentionner que de nombreux 
autres fragments d'ARN, majoritairement plus court ont été isolés. En effet, il est possible de 
voir que neuf fragments d'ARN sur les vingt-quatre isolés se terminent dans la tige P4 ou PS 
de l'aptamère du riborégulateur. Il y a quatorze des fragments obtenus qui se terminent après 
la tige PI de l'aptamère, dont trois après le site de liaison des ribosomes (Figure 14). 
Ara Lys 
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Figure 13. Les fragments d'ARN de 230 et 350 nucléotides proviendraient du même 
promoteur et auraient une extrémité 3' différentes. Gels complets de la 
Figure S de l'article. Buvardage de type Northern des ARN totaux extraits à 
partir des souches MPC70 (WT) et MPC66 (ASitel). Les bactéries ont poussé 
jusqu'à une D.O.600 de 0,5 dans le milieu minimum M63 glycérol 0,2%. La 
lysine (10 |Xg/ml) a été ajoutée au temps indiqué. La membrane a été hybridée 
avec une sonde reconnaissant le riborégulateur lysine et une sonde ciblant 
l'ARN ribosomal 16S comme contrôle de chargement. 
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Figure 14. Résultat des essais de 3'-RAC£. Structure secondaire du riborégulateur lysine 
en conformation OFF, dont les tiges de l'aptamère sont numérotées de PI à PS. 
Chacune des flèches représente la fin d'un fragment d'ARN isolé lors des essais 
de 3-RACE. Si le fragment est isolé plus d'une fois, ce nombre est indiqué au 
bout de la flèche. Les sites de clivage 1 et 2 de la RNase E sont encadrés et le 
site de liaison des ribosomes est encerclé. 
Par la suite, je me suis intéressée à la stabilité et le mécanisme de dégradation des fragments 
d'ARN de 230 et 350 nucléotides. D'abord, j'ai voulu déterminer la demi-vie de ces 
fragments. Pour ce faire, j'ai utilisé un antibiotique qui bloque la transcription, la rifampicine, 
et fait des extractions d'ARN de une à cinq minutes suivant son ajout dans le milieu (Figure 
15). Ainsi, il est possible de voir que les bandes des fragments de faibles poids moléculaires 
140 
diminuent aussi rapidement que la bande de l'ARNm pleine longueur. Donc, dû à la 
disparition trop rapide de ces bandes, on peut seulement conclure que la demi-vie de l'ARNm 
lysC pleine longueur et celle des fragments est de moins d'une minute. 
0- 0+ 1 2 3 4 5 
- tysC 
16S rRNA 
Figure 15. Détermination de la demi-vie des fragments de 230 et 350 nucléotides 
observés par Northern. Gel complet de la Figure 1F de l'article. Buvardage de 
type Northern des ARN totaux extraits à partir de la souche de type sauvage 
(EM1055). Les bactéries ont poussé jusqu'à une D.O.600 de 0,5 dans le milieu 
minimum M63 glucose 0,2%. La rifampicine (250 fig/ml) a été ajoutée au 
temps indiqué. La membrane a été hybridée avec une sonde reconnaissant le 
riborégulateur lysine et une sonde ciblant l'ARN ribosomal 16S comme 
contrôle de chargement. 
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Figure 16. La PNPase est impliquée dans la dégradation des fragments d'ARN de 230 
et 350 nucléotides. Buvardage de type Northern des ARN totaux extraits à 
partir (A) de la souche de type sauvage (WT) (EM1055), (B) d'une souche 
mutante pour la PNPase (àpnp) (JF296) et (C) d'une souche mutante pour la 
RNase E n'ayant plus le site de liaison pour la PNPase (rneAlO) (EM1375). Les 
bactéries ont poussé jusqu'à une D.0.6oonm de 0,5 dans le milieu minimum M63 
glucose 0,2%. La lysine (10 (xg/ml) a été ajoutée au temps indiqué. Les 
membranes ont été hybridées avec une sonde reconnaissant le riborégulateur 
lysine et une sonde ciblant l'ARN ribosomal 16S comme contrôle de 
chargement. 
Puis, j'ai voulu savoir de quelle façon ces fragments d'ARN sont dégradés. Chez E. coli, il est 
connu que suite au clivage de la RNase E les fragments d'ARN en amont du site de clivage 
sont dégradés par des exonucléoases 3*-5* (Carpousis, 2007). Étant donné son lien avec le 
complexe du dégradosome ARN, je me suis intéressée plus particulièrement à la PNPase. 
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Ainsi, il est possible de voir par Northern, qu'en absence de la PNPase ou dans un mutant de 
1? RNase E ne pouvant lier la PNPase {pieA10), les bandes des fragments d'ARN de 230 et 
350 nucléotides sont moins bien définies (dupliquées) que dans la souche de type sauvage 
(Figure 16A et 16B). De plus, dans ce mutant on observe également des fragments d'ARN 
plus petits que 200 et d'environ 300 nucléotides dont l'intensité diminue suite à l'ajout de 
lysine dans le milieu. Ces bandes ne sont pas visibles dans le mutant rneA10 (Figure 16C). Par 
contre, encore une fois, dans ce mutant, les bandes des fragments d'ARN de 230 et 350 
nucléotides sont moins bien définies (dupliquées) 
3.2.3 La lysine n'influence pas la stabilité de l'ARNm pleine longueur lysC dans une 
souche rne-131 lorsqu'elle est ajoutée post-transcriptionnellement 
Dans le cas présent, j'ai voulu déterminer si le riborégulateur en conformation OFF augmente 
l'instabilité de l'ARNm lysC, qui est lui-même très instable dans la cellule (voir Figure 1F de 
l'article). Étant donné que la dégradation de cet ARNm est trop rapide dans une souche de 
type sauvage pour les techniques d'analyse utilisées, j'ai utilisé une souche mutante pour la 
RNase E, où la portion C-terminale de la protéine est absente. Ainsi, bien que toutes les 
composantes du dégradosome ARN soient fonctionnelles, le complexe ne peut s'assembler, ce 
qui ralentit alors la dégradation globale des ARN (Bernstein et al., 2004a). Comme attendu, il 
est possible de voir que la demi-vie de l'ARNm pleine longueur est significativement plus 
longue (~3 minutes et demie) dans cette souche comparativement à la souche de type sauvage 
(Figure 17A et 17C). De plus, dans ce mutant, on remarque également une augmentation de la 
demi-vie des fragments de 230 et 350 nucléotides malgré que les bandes soient moins bien 
définies (dupliquées) que dans la souche de type sauvage. Néanmoins, il est possible de voir 
que la lysine, ajoutée 30 secondes après la rifampicine, n'influence pas significativement la 
demi-vie de l'ARNm lysC pleine longueur (Figure 17B et 17C). 
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Figure 17. La demi-vie de l'ARNm lysC plein longueur n'est pas influencée par l'ajout 
post-transcriptionnel de lysine dans le milieu. (A, B) Buvardage de type 
Northern des ARN totaux extraits à partir de la souche rne-131 (1377). Les 
bactéries ont poussé jusqu'à une D.0.6oonm de 0,5 dans le milieu minimum M63 
glucose 0,2%. La rifampicine (250 )ig/ml) a été ajoutée au temps indiqué. (B) 
La lysine (10 fig/ml) a été ajouté 30 secondes après l'ajout de rifampicine. Les 
membranes ont été hybridées avec une sonde reconnaissant le riborégulateur 
lysine et une sonde ciblant l'ARN ribosomal 16S comme contrôle de 
chargement. (C) Analyse densitométrique des bandes des ARNm pleine 
longueur des Northern Figure 17A et 17B. 
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3.2.4 La kasugamycine stabilise transitoirement l'ARNm lysC 
Dans un autre ordre d'idée, j'ai voulu mimer l'effet du riborégulateur en présence de lysine sur 
l'ARNm lysC, c'est-à-dire empêcher l'initiation de la traductioa Pour ce faire, j'ai utilisé 
l'antibiotique kasugamycine qui empêche l'association de l'ARN de transfert initiateur à la 
petite sous-unité ribosomale et donc par le fait même, cela empêche également l'association de 
la grosse sous-unité ribosomale (Poldermans et al., 1979). Par Northern, il est possible de voir 
que l'ajout de kasugamycine dans le milieu augmente transitoirement la stabilité de l'ARNm 
lysC pleine longueur alors qu'il n'y a pas de changement dans le niveau d'ARNm hns (Figure 
18 et voir Figure S7B de l'article). Cependant, si on ajoute de la lysine 30 secondes avant ou 1 
minute après l'ajout de kasugamycine dans le milieu, on n'observe pas d'augmentation du 
niveau de l'ARNm lysC pleine longueur. 
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Figure 18. La kasugamycine stabilise transitoirement l'ARNm lysC en absence de 
lysine. Buvardage de type Northern des ARN totaux extraits à partir de la 
souche de type sauvage (EM1055). Les bactéries ont poussé jusqu'à une 
D.0.6oonm de 0,5 dans le milieu minimum M63 glucose 0,2%. La kasugamycine 
(500 fig/ml) et la lysine (10 p.g/ml) ont été ajoutées aux temps indiqués. La 
membrane a été hybridée avec une sonde reconnaissant le riborégulateur lysine, 
une sonde reconnaissant le gène hns et une sonde ciblant l'ARN ribosomal 16S 
comme contrôle de chargement. 
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DISCUSSION 
Le but de mon projet était de caractériser le mode de régulation du riborégulateur lysine chez 
E. coli par des études in vivo. Précédemment, il avait été prédit que ce riborégulateur serait un 
riborégulateur traductionnel puisqu'en présence de ligand, la tige formée dans la plateforme 
d'expression séquestre le site de liaison des ribosomes (Rodionov et al., 2003b). Toutefois, 
selon mes résultats, il s'avère en fait que le riborégulateur contrôle l'expression du gène lysC 
de deux façons distinctes, soit au niveau traductionnel, mais également au niveau de la 
stabilité de l'ARN. Ainsi, en absence de ligand, le riborégulateur permet l'expression du gène 
lysC. Cependant, suite à la liaison de la lysine à l'aptamère, il y a stabilisation de la tige PI et 
formation d'une tige dans la plateforme d'expression, qui comme prédit par bioinformatique, 
séquestre le site de liaison des ribosomes et bloque alors la traduction (Rodionov et al., 
2003b). Par contre, ce changement de structure entraine également l'exposition des sites de 
clivage qui pourront alors être reconnus par la RNase E. À la suite de ce clivage, l'ARNm est 
ensuite dégradé très rapidement (voir Figure 7B de l'article). À l'aide d'une mutagenèse, j'ai 
montré que ces deux modes de régulation pouvaient fonctionner indépendamment l'un de 
l'autre. En effet, si le site de clivage 1, reconnu par la RNase E, est muté, le riborégulateur 
lysine devient un riborégulateur traductionnel uniquement. À l'inverse, si le site de liaison des 
ribosomes ou encore le codon de départ est muté, le riborégulateur contrôle alors uniquement 
la stabilité de l'ARN (voir Figure 4A et 4B de l'article). Il est donc probable que certains 
riborégulateurs aient pour seul mode de régulation le contrôle de la stabilité de l'ARN. Donc, 
il serait intéressant de chercher si d'autres riborégulateurs chez E. coli ont des motifs 
UCUUCC, séquence correspondant aux sites de clivages 1 et 2 du riborégulateur lysine chez 
E. coli, et qui sont également reconnus par la RNase E. De façon intéressante, on retrouve ce 
motif, mais inversé (CCUUCU) dans la plateforme d'expression du riborégulateur thiB chez 
E. coli. Toutefois, selon des résultats préliminaires en laboratoire, la RNase E ne semble pas 
impliquée dans la régulation de ce riborégulateur (résultats de mon collègue Maxime 
Simoneau-Roy). Néanmoins, le riborégulateur thiC chez E. coli qui arbore un motif 
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UCUUCG, semble apriori lui aussi contrôler la stabilité de l'opéron thiCEFSGH à l'aide du 
complexe du dégradosome ARN (voir Figure 6 de l'article). 
Des riborégulateurs qui contrôlent la stabilité de l'ARN ont déjà été caractérisés. Par exemple, 
le ribozyme-riborégulateur glmS, chez E. coli, s'auto-clive suite à la liaison de son ligand et 
cofacteur le glucosamine-6-phosphate. Cela cause alors une déstabilisation de l'ARNm et sa 
dégradation (Winkler et al., 2004). Ensuite, chez Bacillus subtilis, le riborégulateur 
transcriptionnel SAM est connu pour induire un arrêt prématuré de la transcription du gène 
yiU suite à la liaison de son ligand. Il en résulte donc, la production d'un court fragment 
d'ARN contenant le riborégulateur (Winkler et al., 2003). Ce fragment d'ARN a été démontré 
comme étant dégradé rapidement par la RNase Y, l'homologue fonctionnel de la RNase E 
chez E. coli (Lehnik-Habrink et al., 2011; Shahbabian et al., 2009). De plus, bien que le 
mécanisme ne soit pas encore connu, il y a des évidences montrant que la RNase E serait 
impliquée dans la dégradation de l'ARNm contrôlé par le riborégulateur transcriptionnel mgtA 
chez Salmonella enterica (Spinelli et al., 2008). Par contre, c'est la première fois que l'on 
montre qu'un riborégulateur peut contrôler l'expression d'un gène, en permettant la 
dégradation de l'ARNm par une RNase. 
On peut se demander pourquoi le riborégulateur lysine chez E. coli régule l'expression du 
gène lysC par deux mécanismes menant au même but, soit l'inhibition de l'expression du 
gène. En fait, il faut savoir que la liaison d'un ligand par un riborégulateur peut soit être 
cinétique ou thermodynamique. Le riborégulateur FMN ribD chez B. subtilis est un 
riborégulateur cinétique, c'est-à-dire que la liaison du ligand à l'aptamère doit absolument 
avoir lieu durant la transcription. La tige anti-terminatrice de ce riborégulateur est très stable et 
comme elle est synthétisée en premier, elle se forme avant la tige terminatrice. Donc, en 
absence de liaison du ligand, le riborégulateur adopte la conformation ON stable et permet 
l'expression du gène. Cependant, si le ligand se lie à l'aptamère durant la transcription cela 
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entraîne la formation de la tige PI et empêche la tige anti-terminatrice de se former. Ainsi, la 
tige terminatrice peut se former dans la plateforme d'expression et causer un arrêt prématuré 
de la transcription (Wickiser et al., 2005). Dans le cas des riborégulateurs thermodynamiques, 
comme le riborégulateur traductionnel adénine add chez Vibrio vulnificus, le ligand peut se 
lier à l'aptamère de manière post-transcriptionnelle, c'est-à-dire lorsque le riborégulateur est 
transcrit complètement. Cela est dû au fait que les conformations ON et OFF de ce 
riborégulateur ont la même stabilité. De plus, puisque la liaison du ligand est réversible, il y a 
un équilibre entre les aptamères complexés au ligand et ceux non liés, qui balance d'un côté 
ou de l'autre selon la concentration de ligand dans la cellule (Lemay et al., 2011). On peut 
s'imaginer qu'il serait plus avantageux pour un riborégulateur traductionnel d'avoir une 
régulation thermodynamique, car il pourrait moduler la traduction du gène en aval tout au long 
de la vie de l'ARNm. On peut également supposer que le riborégulateur lysine chez E. coli 
serait un riborégulateur thermodynamique puisqu'il est un riborégulateur traductionnel. Selon 
cette hypothèse, le riborégulateur pourrait lier lysine et bloquer la traduction du gène lysC, et 
ce, même si l'ARNm est transcrit en entier. Cependant, dans ce cas-ci, contrairement à la 
régulation thermodynamique, il n'y aurait pas de retour en arrière possible. En effet, suite à la 
liaison de la lysine, le changement de conformation du riborégulateur rend les sites de clivage 
accessibles à la RNase E et permet la dégradation de l'ARNm (voir Figure 7B de l'article). 
Fait intéressant, puisque les sites de clivages de la RNase E se trouvent dans le S'-UTR, cela 
permet une dégradation de l'ARNm qu'il soit entièrement transcrit ou non. Pour s'assurer que 
ce riborégulateur est bien un riborégulateur thermodynamique, on pounait faire des essais de 
liaison in vitro du ligand au riborégulateur complet (aptamère et plateforme d'expression) et 
ce, sans dénaturer l'ARN au préalable. Par exemple, le SHAPE («2'-hydroxyl acylation 
analyzed by primer extension») serait une technique appropriée par laquelle on peut détecter 
les nucléotides flexibles, c'est-à-dire ceux dont le groupement 2-hydoxyle est disponible pour 
réagir avec le réactif NMIA («N-methylisatoic anhydride») et ce, en conditions natives. Suite 
à la liaison du ligand à l'aptamère, il est possible d'observer des changements de réactivité des 
nucléotides qui interagissent avec la lysine (Blouin et al., 2010). 
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Dans un autre ordre d'idée, on peut se demander pourquoi le riborégulateur lysine inhibe 
également la traduction du gène lysC étant donné l'efficacité de la dégradation permise par le 
riborégulateur. En fait, il y a deux hypothèses pour expliquer cela. Premièrement, en tenant 
pour acquis que la lysine puisse se lier au riborégulateur même si l'ARNm est transcrit 
complètement, on peut imaginer que le riborégulateur bloquerait l'association de nouveaux 
ribosomes sur l'ARNm. Ainsi, les ribosomes déjà présents termineraient de traduire l'ARNm. 
L'ARNm nu serait alors dégradé plus facilement par le complexe du dégradosome ARN 
(Caipousis, 2007). De cette façon, cela éviterait que l'ARNm soit clivé en aval des ribosomes, 
empêchant ainsi l'obtention de fragments d'ARN contenant des ribosomes bloqués dessus, ce 
qui n'est pas souhaitable pour la cellule. Ensuite, si la lysine se lie au riborégulateur durant la 
transcription, il pourrait alors y avoir inhibition de la traduction avant même que celle-ci ait 
commencée. Ainsi, il n'y aurait pas de perte énergétique en débutant la traduction d'un ARN 
qui sera rapidement dégradé. Donc, bien que les deux mécanismes de régulation puissent 
fonctionner indépendamment l'un de l'autre (voir Figure 4A et 4B de l'article), il y a un 
avantage certain pour le riborégulateur à réguler l'expression du gène lysC par ces deux 
mécanismes en même temps. 
Par buvardage de type Northern, il a été possible de voir que le riborégulateur permet la 
dégradation de l'ARNm de façon très efficace. Suite à l'ajout de lysine dans le milieu, il y a 
une diminution de 80% de l'ARNm lysC pleine longueur et ce, en seulement 1 minute (voir 
Figure 1D de l'article). Cependant, on peut se demander quelle est la contribution du 
riborégulateur pour cette diminution rapide étant donné que le la demi-vie de cet ARNm est 
également très courte (voir Figure 1F de l'article). En effet, chez E. coli, la demi-vie moyenne 
des ARNm est de 4 minutes alors que l'ARNm lysC a une demi-vie de moins d'une minute 
(Bernstein et al., 2002). Puisque la technique d'extraction d'ARN utilisée ne permet pas de 
faire des temps d'extraction plus courts, j'ai utilisé une souche mutante pour la RNase E (rne-
131), dans laquelle la portion C-terminale de la protéine est absente. Ainsi, l'activité 
endonucléolytique de la RNase E reste intacte, mais les autres composantes du dégradosome 
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ARN ne peuvent plus s'y lier, ralentissant la dégradation des ARN (Kido et al., 1996; Leroy et 
al., 2002). De cette façon, il est possible de voir que la demi-vie de l'ARNm lysC est 
signifïcativement plus longue dans la souche mutante (environ trois minutes et demie) 
comparativement à la souche de type sauvage (moins d'une minute) (Figure 17A et voir 
Figure 1F de l'article). Toutefois, malgré la présence de lysine dans le milieu, aucun 
changement de demi-vie n'est observé (Figure 17). Donc, selon ces résultats, il semble que la 
lysine n'affecterait pas la vitesse de dégradation de l'ARNm lorsque la transcription est 
préalablement bloquée par la rifampicine (Wehrli et al., 1968). Pour expliquer cela, on peut 
émettre plusieurs hypothèses. Premièrement, comme mentionné précédemment, dans la 
souche rne-131, le complexe du dégradosome ARN ne peut s'assembler, bien que toutes ces 
composantes soient encore fonctionnelles (Kido et al., 1996; Leroy et al., 2002). Donc, il est 
possible que la dégradation rapide de l'ARNm lysC, en présence de lysine, nécessite le 
complexe du dégradosome ARN et non pas l'action individuelle des protéines du 
dégradosome ARN. Étant donné qu'actuellement les techniques d'étude in vivo ne nous 
permettent pas de savoir si la RNase E peut agir seule ou si elle doit être complexée au 
dégradosome ARN pour dégrader l'ARNm lysC, il faudrait faire des essais de dégradation in 
vitro. Pour ce faire, l'ARN synthétisé in vitro serait incubé soit avec le complexe du 
dégradosome ARN ou encore uniquement avec la RNase E purifiée. Ainsi, si aucun clivage 
n'est observé lorsque la RNase E est seule, cela indiquerait qu'elle doit être complexée avec 
une ou plusieurs protéines du dégradosome ARN pour cliver la plate-forme d'expression du 
riborégulateur, du moins in vitro. 
Également, puisque la dégradation globale des ARN est ralentie dans le mutant rne-131, il est 
probable que la machinerie de dégradation soit surchargée (Bernstein et al., 2004a). Donc, 
malgré l'exposition des sites de clivages par le riborégulateur, il est possible que la 
dégradation ne puisse être plus rapide. Cependant, nous ne pouvons pas non plus exclure la 
possibilité que le riborégulateur lysine soit un riborégulateur cinétique et non un riborégulateur 
thermodynamique comme supposé initialement. Dans ce cas, la lysine ne pourrait pas se lier à 
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Paptamère lorsque le riborégulateur est déjà transcrit. Pour vérifier cette hypothèse, on 
pourrait faire une expérience ressemblant au «pulse-chase» (Hayashi, 1983). C'est-à-dire faire 
la même expérience de demi-vie, mais en ajoutant, cette fois, de la méthionine radiomarquée 
(S35) dans le milieu de culture au même moment que la rifampicine et la lysine, ce qui rendra 
les protéines nouvellement traduites radioactives. Ensuite, les protéines LysC étiquetées 
seraient extraites, immunoprécipitées, puis visualisées sur un gel SDS-PAGE. Ainsi, en 
absence de lysine dans la réaction, on devrait observer une bande correspondant à la protéine 
LysC. À l'inverse, si la lysine peut se lier au riborégulateur de manière post-transcriptionnelle, 
il devrait y avoir peu ou pas de protéine puisque le riborégulateur bloque la traduction 
lorsqu'il est lié à la lysine. 
Ensuite, nous avons voulu voir l'effet de la RNase E sur la dégradation de l'ARNm lysC. 
Puisque cette enzyme est essentielle chez E. coli, une souche thermosensible, dans laquelle 
l'activité endonucléolytique de la RNase E est inactive à 44°C, a été utilisée (McDowall et al., 
1993; Ono and Kuwano, 1979). Ainsi, il a été possible de voir que suite à l'inactivation de la 
RNase E, il y a réapparition de la bande de l'ARNm pleine longueur (-85% par rapport au 
temps 0-) et ce, malgré la présence de lysine dans le milieu (voir Figure 2F et 2G de l'article). 
Par contre, si l'expérience est faite dans les mêmes conditions en utilisant une souche de type 
sauvage, la réapparition de la bande est beaucoup plus faible (-22% par rapport au temps 0-) 
(voir Figure 2G et S5B de l'article). Cela suggère donc que la disparition de la bande de 
l'ARNm pleine longueur suite à l'ajout de lysine dans le milieu est due, non pas à un arrêt de 
transcription, mais à une dégradation de l'ARNm par la RNase E. Ensuite, la diminution 
légère (-20%) d'activité du promoteur 1 en présence de lysine pourrait expliquer le fait que la 
bande de l'ARNm pleine longueur ne réapparaisse pas complètement (100%) lors de 
l'inactivation de la RNase E (voir Figure S1B de l'article) (Liao and Hseu, 1998). 
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Par dégradation in vitro avec le complexe du dégradosome ARN, deux sites de clivage de la 
RNase E ont été identifiés dans la plateforme d'expression du riborégulateur lysine. Ces sites 
de clivage, nommés site 1 (250-251) et site 2 (258-259), dépendent de la structure du 
riborégulateur (voir Figure 3 de l'article). En effet, il est possible de voir ces deux clivages 
lorsque le riborégulateur est en conformation OFF (voir Figure 3E de l'article). Par contre, 
aucun clivage n'est observé lorsque le riborégulateur est en conformation ON (voir Figure 3F 
de l'article). En fait, bien que la séquence consensus de clivage de la RNase E ne soit pas 
identifié, il est connu qu'elle clive uniquement l'ÂRN simple brin (McDowall et al., 1994). 
Cela dit, comme les sites de clivages se trouvent dans une région double brin de la tige anti-
terminatrice lorsque le riborégulateur est en conformation ON, il est attendu qu'il n'y ait pas 
de clivage (voir Figure 3B de l'article). Cependant, lorsque le riborégulateur est en 
conformation OFF, les sites de clivage sont dans une région simple brin et peuvent ainsi être 
reconnus par la RNase E (voir Figure 3A de l'article). Ensuite, des réactions de dégradation in 
vitro faites avec un riborégulateur de type sauvage (WT), ont permis encore une fois 
d'identifier les deux mêmes sites de clivage. Dans ce cas-ci, on observe une augmentation 
significative du clivage en présence de lysine et ce, pour les deux sites. Par contre, il n'y a pas 
de changement du niveau de clivage en présence de lysine lorsque l'expérience est faite avec 
un riborégulateur mutant G31C qui ne peut pas lier la lysine (voir Figure 3D de l'article). 
Ainsi, ces résultats suggèrent que la liaison de la lysine au riborégulateur favorise l'adoption 
de la conformation OFF, rendant ainsi les sites de clivages plus accessibles pour la RNase E. 
Cependant, si les nucléotides UCUU de chacun des sites de clivage sont supprimés (ASitel-2), 
aucun clivage de la RNase E n'est alors observé, et ce, même si cette délétion est faite dans un 
mutant OFF du riborégulateur (voir Figure 3G de l'article). Donc, seuls les sites 1 et 2 seraient 
reconnus par la RNase E lorsque le riborégulateur est en conformation OFF. 
Afin de valider l'importance des deux sites de clivages de la RNase E pour la stabilité de 
l'ARNm lysC in vivo, plusieurs constructions du riborégulateur fusionné au gène rapporteur 
lacZ ont été faites. Ainsi, il est possible de voir qu'en absence des deux sites de clivage 
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(ASitel-2), il y a une diminution importante (-70%) de l'activité jî-galactosidase pour la 
fusion traductionnelle (trL), en présence de lysine (voir Figure 4A de l'article). Donc, malgré 
la délétion de huit nucléotides dans la plateforme d'expression, le riborégulateur est toujours 
en mesure de lier et de répondre à la lysine en bloquant la traduction au même niveau qu'un 
riborégulateur de type sauvage. Par contre, comparativement à la construction de type sauvage 
(WT), il n'y a pas d'effet de la lysine sur l'activité de la fusion transcriptionnelle (trX) lorsque 
les sites de clivage sont mutés. Ces résultats suggèrent donc que les sites de clivage 1 et 2 sont 
responsables de l'instabilité de l'ARNm lorsque le riborégulateur est lié à la lysine. De plus, 
en absence de lysine, il est possible de voir que l'activité (3-galactosidase de la fusion 
transcriptionnelle est environ cinq fois plus élevée pour le mutant que celle du riborégulateur 
de type sauvage. En fait, ce qu'il faut savoir c'est que l'activité p-galactosidase, pour les 
fusions transcriptionnelles, correspond au niveau d'ARNm dans la cellule, ce qui tient compte 
du niveau de transcription et de dégradation de l'ARN. Dans ce cas-ci, l'activité des fusions 
transcriptionnelles ne peut pas être affectée par le niveau de transcription puisque ces 
constructions sont sous le contrôle d'un promoteur inductible à l'arabinose. Donc, la 
différence d'activité entre ces deux constructions serait due à l'augmentation de la stabilité de 
l'ARNm du riborégulateur ASitel-2 qui s'accumule alors dans la cellule. Étrangement, malgré 
qu'il y ait plus d'ARNm pour le mutant ASitel-2, en absence de lysine, l'activité P-
galactosidase de la fusion traductionnelle est deux fois plus faible pour ce mutant 
comparativement à la fusion du riborégulateur de type sauvage (voir Figure 4A de l'article). 
En fait, il est probable que la mutation puisse affecter l'initiation de la traduction expliquant 
ainsi la diminution du niveau de traduction observée. De plus, il est également possible que 
cette mutation perturbe l'équilibre entre la conformation ON et OFF du riborégulateur. Malgré 
cela, le riborégulateur ASitel-2 répond à la présence de lysine dans le milieu puisque comme 
mentionné précédemment il y a une diminution de l'activité fi-galactosidase de la fusion 
traductionnelle dans cette condition. 
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Pour évaluer leur contribution relative dans la dégradation de l'ARNm, les sites de clivages de 
la RNase E ont été mutés individuellement. Ainsi, il a été possible de constater qu'm vivo, le 
site 1 est plus important pour la stabilité de l'ARNm lysC que le site 2 (voir Figure 4A de 
l'article). En effet, lorsque seul le site 2 est muté (ASite2), il y a une légère diminution de 
l'activité [i-galactosidase (-20%) pour la fusion transcriptionnelle. Par contre, lorsque la 
même expérience est faite avec un riborégulateur dont uniquement le site 1 est muté (ASitel), 
il n'y a pas d'effet de la lysine sur la fusion transcriptionnelle. Donc, bien qu'm vitro deux 
sites de clivage de la RNase E aient été identifiés, il semble qu'm vivo, seul le site 1 soit 
important pour permettre la dégradation de l'ARNm lysC. De plus, en regardant de plus près 
les résultats de dégradation in vitro, il est possible de voir que le site 1 est sensible à des 
concentrations plus faibles de dégradosome ARN que le site 2 (voir Figure 3C de l'article). 
Encore une fois, malgré ces mutations, le riborégulateur peut répondre à la présence de lysine 
dans le milieu en bloquant la traduction du gène lysC. En effet, il y a une diminution de 
l'activité fi-galactosidase pour la fusion traductionnelle du mutant ASitel qui est similaire à 
celle du riborégulateur de type sauvage, soit d'environ 70%. Bien qu'elle soit moins 
importante, il y a également une diminution de l'activité pour la fusion traductionnelle ASite2 
(-40%). Cela suggère que la délétion des nucléotides du site de clivage 2 affecte légèrement la 
fonction du riborégulateur. Donc, suite à ces résultats, nous avons décidé de poursuivre l'étude 
seulement avec le mutant ASitel, d'autant plus qu'en absence de lysine, l'activité (ï-
galactosidase des fusions lacZ de ce mutant est similaire à celle des fusions de type sauvage. 
Par la suite, nous avons voulu voir l'importance du site de clivage 1 sur la stabilité de l'ARNm 
lysC «naturel». En fait, avec les outils de biologies moléculaires actuels, il est très difficile de 
faire une délétion de seulement quatre nucléotides dans le génome d'E. coli sans affecter 
l'expression du gène en aval. Alors, dans un premier temps, le gène lysC et son 5-UTR ont été 
supprimés du génome par recombinaison homologue. Puis, la souche bactérienne obtenue a 
été transformée avec un plasmide permettant la transcription de l'ARNm lysC complet, 
incluant le S'et 3-UTR, à partir d'un promoteur inductible à l'arabinose. Ainsi, par buvardage 
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de type Northern, il a été possible de voir une diminution de 60% de l'ARNm pleine longueur 
suite à l'ajout de lysine dans le milieu et ce, en moins d'une minute (voir Figure S de l'article). 
Par contre, dans la souche de type sauvage (EM1055), l'ARNm pleine longueur diminue 
d'environ 80% dans les mêmes conditions (voir Figure 1D et 2B de l'article). En fait, la 
diminution moins importante d'ARNm pourrait être expliquée par la saturation du système de 
dégradation de l'ARN. En effet, lorsque le gène lysC est exprimé à partir du plasmide pBAD-
24, il y a beaucoup plus d'ARNm de transcrit comparativement à l'expression du gène à partir 
des promoteurs endogènes. Donc, dû à la quantité anormalement élevée de l'ARNm lysC dans 
la cellule, il est possible que la machinerie de dégradation soit incapable dégrader tous ces 
ARN et ce, malgré l'exposition des sites de clivage par le riborégulateur. Par contre, il est 
également possible, étant donné la grande quantité d'ARNm lysC, que la lysine soit en 
concentration insuffisante pour lier tous les ARNm lysC synthétisés. 
Néanmoins, dans les mêmes conditions d'expression, il est possible de voir que l'ARNm lysC 
est plus stable lorsque le site de clivage 1 est muté. En effet, l'ARNm pleine longueur diminue 
seulement d'environ 20% dans les trois minutes suivant l'ajout de lysine dans le milieu 
comparativement à 60% pour le riborégulateur de type sauvage (voir Figure 5 de l'article). 
Cela dit, bien qu'elle soit moins importante, il est possible de voir une diminution de l'ARNm 
lysC en présence de lysine, malgré l'absence du site de clivage 1. Pour expliquer cela, il faut 
d'abord savoir que malgré la délétion des quatre nucléotides du site de clivage 1, le 
riborégulateur est toujours en mesure de bloquer la traduction du gène lysC lorsqu'il est lié à la 
lysine (voir Figure 4A de l'article). De plus, il est également connu que les ARN nus, c'est-à-
dire sans ribosome, sont plus sensibles au clivage par la RNase E (Arnold et al., 1998; lost and 
Dreyfus, 1995). Alors, il est possible d'imaginer qu'en absence du site de clivage 1, l'ARNm 
lysC, dont la traduction est bloquée par le riborégulateur, serait clivé dans le cadre de lecture, 
ce qui mènerait à sa dégradation. Toutefois, il est intéressant d'observer que l'inhibition de la 
traduction par le riborégulateur ASitel n'affecte pas le niveau d'ARNm dans la fusion lacZ 
transcriptionnelle (voir Figure 4A de l'article). Il est important de mentionner que dans cette 
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construction, il y a deux sites de liaison des ribosomes, soit un devant le gène tronqué lysC (19 
premiers codons) et un devant le gène lacZ (voir Figure SIC de l'article). Ainsi, le gène lacZ 
est traduit indépendamment du niveau de traduction du gène tronqué lysC. Donc, malgré 
l'inhibition de la traduction du gène lysC par le riborégulateur, l'ARNm sera moins sensible à 
la dégradation étant donné la présence de ribosome et l'absence du site de clivage 1. 
Ensuite, en regardant les buvardages de type Northern hybridés avec une sonde ciblant la 
région du 5-UTR du gène lysC, il est possible de voir, en plus de la bande de l'ARNm pleine 
longueur, deux bandes de plus faible poids moléculaire dans le bas du gel (Figure 12). Ces 
fragments d'ARN proviendraient de la région S' de l'ARNm car lorsque la membrane est 
hybridée avec une sonde située dans le cadre de lecture du gène, seule la bande correspondant 
à l'ARNm pleine longueur est détectée (voir FigureS4B de l'article). À l'aide d'une échelle de 
poids moléculaire d'ARN (voir section 3.2 pour plus détails), j'ai estimé que ces fragments 
d'ARN sont environ de 230 et 3S0 nucléotides (Figure 12). D'ailleurs, un autre groupe de 
recherche avait également observé ces mêmes fragments et estimé sensiblement la même taille 
(210 et 310 nucléotides) (Kawano et al., 2005). Ces fragments pourraient être le résultat du 
clivage par la RNase E dans la plateforme d'expression du riborégulateur étant donné qu'ils 
correspondent à la taille attendue lors d'un clivage dans le site 1 (250 nucléotides à partir du 
promoteur 1). Initialement, nous avions supposé qu'il y aurait deux fragments puisque devant 
le gène lysC, il y a deux promoteurs (Liao and Hseu, 1998). En effet, la distance entre les deux 
promoteurs étant de seulement 80 nucléotides, cela concorderait avec la présence du fragment 
de 350 nucléotides. Par contre, ces deux fragments sont encore détectés alors que le gène lysC 
est exprimé à partir du plasmide pBAD-24 et sous le contrôle unique d'un promoteur 
inductible à l'arabinose (Figure 13). Donc, la présence de ces deux bandes sur le gel ne peut 
être expliquée par les deux promoteurs du gène lysC. Pour confirmer que ces fragments 
d'ARN proviennent seulement du promoteur 1, on aurait pu utiliser la technique du 5'-RACE 
ou faire une extension d'amorces. 
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Afin de caractériser l'extrémité 3' de ces fragments d'ARN, j'ai utilisé la méthode du 3'-RACE 
(Voir section 3.1 pour explication de la méthode). Grâce à cette méthode, il a été possible de 
voir que certains fragments d'ARN du riborégulateur lysine isolés se terminent effectivement 
au site de clivage 1 (Figure 14). Cependant, de nombreux autres fragments du riborégulateur 
lysine, majoritairement plus courts, ont également été isolés, rendant ainsi les résultats moins 
significatifs. En fait, la demi-vie des fragments d'ARN de 230 et 350 nucléotides observés par 
Northern est très courte, soit moins d'une minute (Figure 15). Il est probable que la présence 
de fragments d'ARN plus court que ceux attendus soit due à une dégradation de ceux-ci par 
des exonucléases 3-5', qui suite au clivage du site 1 par la RNase E, dégraderaient le fragment 
d'ARN du riborégulateur (Carpousis, 2007). D'ailleurs, des essais préliminaires ont permis de 
voir que la PNPase, une exonucléase 3'-5' associée avec le complexe du dégradosome ARN, 
serait impliquée dans la dégradation des fragments observés par Northern (Figure 16). En 
effet, en absence de la PNPase ou dans le mutant de la RNase E n'ayant pas le site liaison pour 
la PNPase (raeAlO), il est possible de voir que les bandes des fragments d'ARN de 230 et 350 
nucléotides sont moins définies (dupliquées) que dans la souche de type sauvage. On détecte 
également des fragments d'ARN plus court (-300 et de moins de 200 nucléotides) suggérant 
ainsi un défaut de dégradation de ces fragments d'ARN en absence de la PNPase (Figure 
16B). Toutefois, dans le mutant r/ieÀlO, ces bandes ne sont pas observées (Figure 16C). Donc, 
pour dégrader ces fragments d'ARN, la PNPase n'aurait pas besoin d'être associée au 
complexe du dégradosome ARN. 
Bien que nous ne sachions toujours pas de quelle manière sont générés les fragments d'ARN 
de faible poids moléculaire observés par Northern, il semble que le site de clivage 1 soit 
important pour leur génération. En effet, suite à la délétion de ce site de clivage, le patron de 
bandes observées par Northern est très différent de celui de la souche de type sauvage (Figure 
13). Ainsi, il est possible de voir que dans le mutant ASitel, les bandes de 230 et 350 
nucléotides ne sont plus présentes. De plus, de nombreuses bandes de poids moléculaire plus 
élevé sont également détectées dans ce mutant (Figure 13). Il faut prendre en compte que 
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malgré la délétion du site de clivage 1, le riborégulateur lysine est toujours fonctionnel (voir 
Figure 4A de l'article). Ainsi, en présence de lysine, le riborégulateur bloque la traduction du 
gène lysC laissant l'ARNm sans ribosomes et le rendant ainsi plus sensible au clivage par la 
RNase E (Arnold et al., 1998; lost and Dreyfus, 1995). Alors, on peut imaginer que l'ARNm 
muté serait clivé dans le cadre de lecture au lieu du 5-UTR. Cela résulterait donc de l'absence 
des bandes de 230 et 350 nucléotides et de l'accumulation de fragments d'ARN de poids 
moléculaires plus élevés qui peuvent s'avérer difficiles à dégrader dû à l'absence du site de 
clivage primaire. 
Ensuite, nous nous sommes demandé comment la RNase E ou le complexe du dégradosome 
ARN est recruté pour initier la dégradation de l'ARNm lysC. En fait, chez E. coli, il est connu 
que la protéine chaperonne Hfq, formée de six sous-unités identiques, stabilise les petits ARN 
régulateurs (Massé et al., 2003; Moller et al., 2002a). De même, il a été démontré qu'i/t vitro, 
cette chaperonne ARN facilite l'appariement entre les petits ARN régulateurs et leur cible 
ARNm (Kawamoto et al., 2005; Moller et al., 2002b; Rasmussen et al., 2005; Zhang et al., 
2002). De plus, récemment cette protéine a été démontrée comme étant responsable du 
recrutement de la RNase E en se liant directement sur la queue C-terminale de cette dernière 
(Ikeda et al., 2011). Connaissant ces résultats, nous nous sommes demandé si la protéine Hfq 
pouvait avoir un rôle à jouer dans la dégradation de l'ARNm lysC par la RNase E. Pour ce 
faire, j'ai utilisé une souche mutante pour Hfq. Par Northern, il est possible de voir que la 
bande de l'ARNm lysC pleine longueur diminue aussi rapidement suite à l'ajout de lysine dans 
le milieu que dans la souche de type sauvage (voir Figure S7A de l'article). Ainsi, il semble 
que la protéine chaperonne Hfq que ne soit pas impliquée dans le recrutement de la RNase E 
pour dégrader l'ARNm lysC lorsque le riborégulateur est lié à la lysine. Cependant, il n'est pas 
exclu que d'autres facteurs puissent être impliqués pour le recrutement de la RNase E ou du 
complexe du dégradosome ARN au site de clivage exposé dans la plateforme d'expression du 
riborégulateur lié à la lysine. 
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Afin de vérifier si le riborégulateur lysine peut contrôler la stabilité de l'ARNm 
indépendamment du mécanisme traductionnel, j'ai fait des constructions lacZ avec le 
riborégulateur muté soit pour le site de liaison des ribosomes ou pour le codon de départ. 
Ainsi, il est possible de voir qu'il n'y a pas d'activité P-galactosidase dans les fusions 
traductionnelles des riborégulateurs mutants soit pour le codon de départ (AAG) ou le site de 
liaison des ribosomes (GACG) (voir Figure 4B de l'article). Donc, avec ces mutations, le 
riborégulateur ne peut plus contrôler la traduction du gène selon la présence de lysine. 
Cependant, malgré ces mutations le riborégulateur lysine affecte encore la stabilité de 
l'ARNm lysC selon la présence de lysine. En effet, pour les deux fusions transcriptionnelles, il 
y a une diminution de l'activité p-galactosidase d'environ 50% en présence de lysine (voir 
Figure 4B de l'article). Toutefois, le niveau d'activité en absence de ligand est environ trois 
fois plus faible dans le mutant GACG que dans le mutant AAG et dans la construction de type 
sauvage. En fait, bien que la traduction ne puisse démarrer dans le mutant AAG, la petite sous-
unité ribosomale peut quand même se lier à l'ARN via le site de liaison des ribosomes. Cela 
pourrait donc stabiliser le riborégulateur en conformation ON et empêcher l'exposition du site 
de clivage de la RNase E dans la plateforme d'expression du riborégulateur. D'ailleurs, le 
même phénomène est observé lors de l'utilisation de la kasugamycine (voir Figure S7B de 
l'article et Figure 18). Cet antibiotique est connu pour affecter l'initiation de la traduction en 
bloquant l'association de l'ARN de transfert initiateur (Poldermans et al., 1979). Ainsi, par 
Northern, il est possible de voir une augmentation transitoire du niveau d'ARNm lysC pleine 
longueur suite à l'ajout de kasugamycine dans le milieu. Toutefois, on n'observe pas cette 
augmentation si on ajoute de la lysine avant ou après la kasugamycine (Figure 18). En fait, la 
lysine contrebalance l'effet de la kasugamycine probablement en favorisant l'adoption de la 
conformation OFF par le riborégulateur empêchant l'association de la petite sous-unité 
ribosomale au site de liaison des ribosomes. 
Contrairement au riborégulateur lysine, le riborégulateur TPP précédant le gène thiM chez E. 
coli a été caractérisé comme étant uniquement un riborégulateur traductionnel (Miranda-Rios, 
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2007; Winkler et al., 2002a). En effet, selon les résultats des fusions lacZ, il est possible de 
voir qu'en présence de TPP, il y a une diminution importante (-80%) de l'activité p-
galactosidase pour la fusion traductionnelle (voir Figure S3 de l'article). À l'inverse, on 
observe une légère augmentation de l'activité p-galactosidase lors de la présence de TPP dans 
le milieu pour la construction transcriptionnelle. Ainsi, en présence de TPP, le riborégulateur 
thiM séquestre le site de liaison des ribosomes dans la tige de la plate-forme d'expression et 
bloque ainsi la traduction du gène (Rentmeister et al., 2007). Donc, nous avons décidé 
d'utiliser ce riborégulateur comme contrôlé de riborégulateur traductionnel. Ainsi, par 
Northern, il est possible de voir que suite à l'ajout de leur ligand respectif dans le milieu, la 
bande de l'ARNm pleine longueur thiMD diminue plus lentement que celle de l'ARNm lysC 
(voir Figure 1D et 1E de l'article). Cela suggère que l'ARNm lysC serait dégradé activement 
alors que la dégradation de l'ARNm thiMD serait causée par l'arrêt de traduction ce qui rend 
l'ARN plus sensible à la dégradation étant donné l'absence de ribosomes (Arnold et al., 1998; 
lost and Dreyfus, 1995). De plus, contrairement à l'ARNm lysC, la vitesse de dégradation de 
l'ARNm thiMD, en présence de ligand, n'est pas affectée dans un mutant rne-131 (voir Figure 
2C et 2D de l'article). Donc, à l'inverse de lysC, le complexe du dégradosome ARN ne serait 
pas impliqué dans la dégradation de l'ARNm thiMD. 
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CONCLUSION 
Depuis leur découverte, les riborégulateurs ont principalement fait l'objet d'études in vitro. Ce 
n'est que récemment que l'on a commencé à s'intéresser à leur mécanisme de régulation in 
vivo (Loh et al., 2009; Shahbabian et al., 2009; Spinelli et al., 2008). Cependant, malgré ces 
quelques études, encore peu d'information sont connues sur le fonctionnement des 
riborégulateurs in vivo. Le but de mon projet était de caractériser le mode de régulation du 
riborégulateur lysine chez E. coli, par des études in vivo. Ainsi, je suis parvenue à démontrer 
que non seulement le riborégulateur lysine est un riborégulateur traductionnel, mais également 
qu'il contrôle la stabilité de l'ARNm lysC. En effet, lorsque le riborégulateur est lié à la lysine 
(en conformation OFF), il y a formation d'une tige dans la plateforme d'expression qui 
séquestre le site de liaison des ribosomes bloquant ainsi la traduction. Toutefois, le 
changement de conformation du riborégulateur entraine également la libération des sites de 
clivage qui peuvent alors être reconnus par la RNase E. À la suite de ce clivage, l'ARNm 
rendu instable est alors dégradé très rapidement. De plus, j'ai également démontré que les 
» 
deux modes de régulation peuvent fonctionner indépendamment l'un de l'autre. 
Durant ma maîtrise, j'ai démontré autant par des études in vitro et qu'ira vivo, l'implication de 
la RNase E dans la dégradation de l'ARNm lysC. Ainsi, j'ai trouvé, par les essais de 
dégradation in vitro, qu'il y a deux sites de clivage de la RNase E dans la plateforme 
d'expression du riborégulateur lysine dont la séquence est UCUUCC. Par cette même étude, 
j'ai également mis en évidence que le clivage de la RNase E est dépendant de la conformation 
du riborégulateur. En effet, lorsque le riborégulateur est en conformation ON, les sites de 
clivage étant dans une structure double brin de l'ARN ne sont pas accessibles pour la RNase 
E. À l'inverse, lorsque le riborégulateur est en conformation OFF, les sites de clivage sont 
dans une région simple brin de l'ARN et peuvent alors être reconnu par la RNase E. Toutefois, 
malgré qu'ira vitro deux sites de clivage de la RNase E aient été identifiés, il semble qu'ira vivo 
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seul le site de clivage 1 soit important pour le contrôle de la stabilité de l'ARNm par le 
riborégulateur. D'ailleurs, par Northern, j'ai démontré que la stabilité de l'ARNm lysC pleine 
longueur augmente lorsque le site de clivage 1 est muté. De plus, dans ce mutant les bandes 
des fragments d'ARN de 230 et 350 nucléotides sont absentes suggérant que le site de clivage 
1 est important pour leur génération. 
Par contre, malgré tous ces résultats, il reste encore plusieurs questions en suspens. Par 
exemple, nous ne savons toujours pas si la RNase E peut agir seule ou si elle doit être 
complexée au dégradosome ARN pour dégrader l'ARNm lysC. Ou encore de quelle façon la 
RNase E est recrutée au site de clivage 1. De plus, nous ne savons pas si le riborégulateur est 
cinétique ou thermodynamique, c'est-à-dire si la lysine peut se lier à l'aptamère du 
riborégulateur lorsque ce dernier est complètement transcrit. 
Également, selon les résultats de ma collègue Audrey Dubé, il semble, à première vue, que le 
riborégulateur thiC chez E. coli contrôlerait l'expression de l'opéron thiCEFSGH par les 
mêmes mécanismes de régulation que le riborégulateur lysine chez E. coli. En effet, en 
présence de TPP, le site de liaison des ribosomes et le codon de départ sont séquestrés dans la 
tige formée dans la plateforme d'expression du riborégulateur thiC affectant ainsi la traduction 
du gène (voir Figure 6A de l'article). Ensuite, comme pour le riborégulateur lysine, en 
présence du ligand dans le milieu, on observe une diminution de l'activité f)-galactosidase 
dans les fusions lacZ traductionnelle et transcriptionnelle du riborégulateur thiC (voir Figure 
6B de l'article). Également, suite à l'ajout de TPP, on observe un ralentissement de la 
dégradation de l'ARNm thiCEFSGH pleine longueur lorsque le complexe du dégradosome 
ARN ne peut s'assembler (rne-131), comparativement à une souche de type sauvage (voir 
Figure 6D, 6F et 6G de l'article). De plus, il y a une séquence UCUUGC, qui est similaire à la 
séquence reconnue par la RNase E sur le riborégulateur lysine, qui serait simple brin 
uniquement lorsque le riborégulateur est en conformation OFF.-Cependant, ce ne sont pas tous 
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les riborégulateurs chez E. coli qui contrôle la stabilité de l'ARNm. En effet, durant ma 
recherche, j'ai également démontré que le riborégulateur thiM, situé en amont de l'opéron 
thiMD, est uniquement un riborégulateur traductionnel. De plus, contrairement au 
riborégulateur lysC et thiC, il est possible de voir que, suite à l'ajout de TPP dans le milieu, la 
dégradation de l'ARNm thiMD n'est pas affectée dans une souche mutante rne-131 (voir 
Figure 2C et 2D de l'article). 
Pour terminer, ces résultats auront un impact important dans la compréhension du mécanisme 
de régulation des riborégulateurs, puisque pour la première fois nous avons démontré qu'un 
riborégulateur pouvait réguler l'expression d'un gène de deux façons distinctes, soit au niveau 
traductionnel et de la stabilité de l'ARNm. De plus, c'est également la première fois que l'on 
montre qu'un riborégulateur, par un changement de structure, contrôle l'accessibilité d'une 
séquence de l'ARNm à une protéine soit, dans ce cas-ci, la RNase E. La démonstration du 
mécanisme impliquant la RNase E est d'autant plus importante qu'un riborégulateur est défini 
comme étant une structure conservée de l'ARN, qui par un changement de conformation, 
régule l'expression d'un gène et ce, sans l'aide de facteur protéique. Également, selon des 
résultats préliminaires, il semble que le riborégulateur thiC régulerait l'expression de l'opéron 
thiCEFSGH par les mêmes mécanismes de régulation que le riborégulateur lysine. 
Considérant cela, il est possible que le mécanisme de régulation impliquant la RNase E puisse 
être plus répandu que ce que l'on croit. 
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